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BSP  Sialoprotéine osseuse 
BSA Albumine de sérum bovin 
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DMSO Diméthylsulfoxyde  
dNTP Déoxynucléoside triphosphate  
DTT Dithiothréitol 
Dlx-5 Distal-less homeobox 5 
DMP1   Protéine matricielle de la dentine   
EDTA Acide tétraacétique diamine éthylène   
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IL Interleukine 
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M-CSF Facteur stimulant de colonie de monocytes   
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PGI2 Prostacycline  
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PI3K Phosphatidylinositol 3-kinase  
PIP2 Phosphatidylinositol 4,5 biphosphate 
PIP5 kinase Phosphatidylinositol 5-kinase  
PK Protéines kinases  
PLA Phospholipase A 
PLB Phospholipase B  
PLC Phospholipase C 
PLD Phospholipase D 
PMA 12-myristate 13-acétate   
pNPP  P-Nitrophényl Phosphate  
PPi pyrophosphate 
PTH Hormone parathyroïdienne  
PX Domaine Phox  
RANKL Ligand activateur du récepteur NF-κB  
RCPG Récepteurs couplés aux protéines G  
RPLP0 phosphoprotéine ribosomale de la grande sous-unité P0 
RT réverse transcriptase 
SDS  Sulfate Dodécyl de Sodium  
SMase Sphyngomyélinase  
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SVF Sérum de fœtus de veau  
TBS-T Tampon Tris salin Tween20  
TGFβ Facteur de croissance transformant β 
TNAP Phosphatase alcaline de tissu non spécifique  
TxA2 Thromboxane  
VM Vésicule matricielle  
βArr β-arrestine  
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Fonctions de la phospholipase D et des récepteurs de la prostaglandine PGE2 durant la 
maturation des ostéoblastes, le processus de la minéralisation physiologique et la 
calcification cardiovasculaire. 
Le métabolisme lipidique affecte la maturation et la différenciation des cellules osseuses. 
L’objectif de ma thèse est d’approfondir deux aspects du métabolisme lipidique mal connus, 
soit les actions de la phospholipase D (PLD) et celles des récepteurs de prostaglandine PGE2 
pendant la différenciation des cellules.  Une lignée humaine, les Saos-2 et les ostéoblastes 
primaires issus de calvaria de souriceaux ont servi de modèles cellulaires de la minéralisation 
physiologique. La culture d’aorte ex vivo sous des conditions d’hyperphosphatémie a été 
utilisée pour reproduire la calcification de l’aorte qui est un modèle ex vivo de calcification 
cardiovasculaire (CCV).  Nous avons montré que l’expression et l’activité de la PLD 
augmentent dans les Saos-2 et les ostéoblastes primaires au bout du 5ème jour de la 
différenciation tandis qu’elles s’accroissent au bout du 6ème  jour de traitement de l’aorte dans 
un milieu d’hyperphosphatémie. Les inhibiteurs de PLD diminuent l'activité de phosphatase 
alcaline (TNAP) dans les ostéoblastes et dans l’aorte calcifiée tandis que la surexpression de 
la PLD1 dans les Saos-2 l’augmente. Dans une deuxième partie de ce travail, nous avons suivi 
la variation d’expression des récepteurs de PGE2 au cours de la maturation des Saos-2. 
L’expression du gène EP3 augmente au stade tardif de la minéralisation tandis que celle 
d’EP4 diminue. Pour conclure, ces résultats indiquent que l’activité de la  PLD en affectant 
l’activité de la TNAP pourrait moduler finement la minéralisation physiologique et la CCV et 
que la minéralisation s’accompagne d’un changement d’expression des récepteurs de PGE2, 
dans les Saos-2. 
 
Mots clés: Calcifications cardiovasculaire et physiologique, phospholipase D, récepteurs 
PGE2, phosphatase alcaline. 
 
Ce travail s’est fait en collaboration entre le Laboratoire de l’Organisation Dynamique Des 
Membranes Biologiques en France  et la Plateforme des Recherches et des Analyses en 
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Functions of phospholipase D and PGE2 prostaglandin receptors during the maturation 
of osteoblasts, physiological mineralization and cardiovascular calcification process. 
Lipid metabolism affects the maturation and the differentiation of bone cells. The aim of my 
PhD thesis is to explore two unknown sides of lipid metabolism which are the actions of 
phospholipase D (PLD) and those of prostaglandin PGE2 receptors during cell differentiation. 
Human lineage, Saos-2 cells and primary osteoblasts from calvaria of mice were used as 
cellular models of physiological mineralization. The ex vivo aorta culture under 
hyperphosphatemia conditions has been used to reproduce the calcification of the aorta, which 
is an ex vivo model of cardiovascular calcification (CVC). We showed that the expression and 
the activity of PLD increased in Saos-2 and primary osteoblasts after the fifth day of 
differentiation while in the aorta under hyperphosphatemia condition, PLD activity increased 
at the end of the sixth day. PLD inhibitors decreased the activity of alkaline phosphatase 
(TNAP) in osteoblasts and in calcified aorta while the overexpression of PLD1 in the Saos-2 
increased it. In the second part of this work, we monitored the variation of the expression of 
PGE2 receptors during the maturation of Saos-2 cells. The EP3 gene expression increased in 
the late stage of the mineralization while that of EP4 decreased. In conclusion, these results 
indicated that the PLD activity by affecting the activity of TNAP could modulate the 
physiological mineralization and CVC. We showed that the mineralization is dependent of the 
change of the expression of PGE2 receptors in Saos-2 cells.  
 
Keys words:  Physiological and cardiovascular calcifications, phospholipase D, PGE2 
receptors and alkaline phosphatase. 
 
This work was done through collaboration between the laboratories of « Organisation 
Dynamique Des Membranes Biologiques » in France  and « Plateforme des Recherches 
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I.1. Généralités  
Les os qui supportent le squelette, protègent les organes internes, et en conjonction avec les 
muscles facilitent le mouvement. Ils sont impliqués par l’intermédiaire des cellules souches 
dans la formation des cellules sanguines (comme les lymphocytes, les monocytes, les 
neutrophiles, plaquettes…), le métabolisme du calcium et le stockage de minéraux. L’os est 
formé de cellules et d’une matrice extracellulaire (MEC) collagénique qui est minéralisée. Il 
se renouvelle grâce à deux types de cellules, à savoir l’ostéoclaste qui dégrade la matrice 
osseuse et l’ostéoblaste qui la reconstruit. L’activité de ces deux types de cellules doit être 
coordonnée pour assurer le renouvellement de l’os et le maintien du squelette. Lors d’une 
anomalie dans le fonctionnement de l’un de ces types de cellules, le déséquilibre ainsi causé 
peut donner lieu à des conséquences pathologiques [1, 2]. Des progrès récents majeurs dans la 
compréhension de la biologie de l’os permettent d’envisager des retombées thérapeutiques 
dans le traitement des pathologies osseuses telles que l’ostéoporose et la polyarthrite 
rhumatoïde ainsi que dans le traitement des calcifications ectopiques telles que l’arthrose, la 
calcification vasculaire et la chondrocalcinose [1, 3, 4].  Il existe deux types d’ossification : 
L’ossification endomembraneuse. 
Ce type d’ossification aboutit à la formation des os plats du crâne et des clavicules. Ce 
processus débute par la différenciation de cellules mésenchymateuses du tissu conjonctif 
fibreux en ostéoblastes pour former un point d’ossification au sein de la membrane fibreuse 
[5]. Les ostéoblastes sont des cellules mononuclées qui ont pour fonction principale la 
synthèse de la matrice extracellulaire dont le composant majeur est le collagène de type 1. La 
différenciation plus tardive est caractérisée par la sécrétion d’ostéocalcine (OCN), responsable 
du contrôle hormonal de la glycémie par les ostéoblastes [6]. Les ostéoblastes commencent à 
former une matrice organique qui minéralisent en quelques jours puis ils deviennent des 
ostéocytes [7]. 
L’ossification endochondrale. 
Elle concerne la croissance des os longs et des vertèbres. Elle débute par l’apparition de 
centres d'ossification primaire dans la partie centrale de la matrice cartilagineuse. Des 
chondrocytes prolifèrent et se différencient en s’hypertrophiant au niveau de la partie centrale 
de la membrane cartilagineuse. La gaine osseuse ou « collier osseux » se forme par 
différenciation des cellules de la partie inférieure du périchondre [8]. Ces deux types 
d’ossification résultent d’un processus de minéralisation physiologique en formant les 
cristaux d’hydroxyapatites (HAs) qui s’associent à des fibrilles de collagène. Les vésicules 
matricielles (VMs) sont des organites extracellulaires formés à partir de la membrane 
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plasmique des ostéoblastes et des chondrocytes à l’état hypertrophié. Plusieurs centaines de 
protéines y sont présentes dont la phosphatase alcaline tissue non spécifique (TNAP) qui est 
un marqueur de la minéralisation [9].  
 Les ions phosphates s’accumulent dans les VMs avec des ions calciums et constituent le 
matériel de base nécessaire à la production d’hydroxyapatite. Les VMs initient la nucléation 
des cristaux d’HA au contact de la membrane. Puis, soit sous l’action des forces mécaniques 
et/ou soit sous l’action des lipases, les cristaux d’HA percent la membrane des VMs. La 
croissance des cristaux d’HA continue dans l’espace extravésiculaire [10]. 
 
I.2. La population cellulaire des tissus osseux  
Les cellules osseuses dérivent de deux groupes de cellules souches:  
- Les cellules souches hématopoïétiques d’où viennent les cellules sanguines et 
immunitaires dont la lignée monocyte-macrophage est à l'origine des ostéoclastes. Les 
ostéoclastes résorbent l’os [11]. 
- Les cellules souches mésenchymateuses ou stromales d’où viennent les fibroblastes, les 
adipocytes, les cellules endothéliales, les ostéoblastes et les chondroblastes. Les ostéoblastes 
et les chondroblastes contribuent à la formation de l’os [7]. 
    
   I.2.1. Les cellules bordantes  
Elles sont situées dans la périphérie de l’os. Il s’agit d’ostéoblastes inactifs de forme plate et 
allongée mais qui sont capables de reprendre leur activité à tout moment sous l’action de 
différents stimuli. Elles sont produites par différenciation des ostéoblastes et constituent une 




Figure 1 : Les cellules osseuses : Ostéoclastes, ostéoblastes, cellules bordantes et ostéocytes 
[12]. Figure modifiée d’après Dr. Manuel MARK. 
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   I.2.2. Les ostéoblastes 
Les ostéoblastes matures sont des cellules cuboïdales mononuclées, alignées et attachées sur 
la matrice osseuse et caractérisées par une activité TNAP importante. Ils se trouvent à la 
surface interne et externe de l’os en croissance et ils sont chargés de synthétiser leur MEC et 
de la minéraliser. Ces cellules dérivent de la différenciation des cellules souches 
mésenchymateuses. (Fig. 2) La formation osseuse est principalement dépendante du nombre 
d’ostéoblastes capables de synthétiser une matrice extracellulaire collagénique et de la 
minéraliser. Cette différenciation est sous le contrôle de plusieurs facteurs. Tout abord, les 
cellules mésenchymateuses se différencient vers des lignées ostéoblastiques. Puis, à cette 
étape les cellules se multiplient sous l’effet des facteurs de transcriptions comme Runx2, c-fos 
et Histone H4. Ensuite, les ostéoblastes deviennent matures et sont capables de synthétiser 
leur MEC suite à l’expression de la TNAP, du collagène de type I, du facteur transformant de 
croissance (TGFβ) et d’ostéopontine (OPN) [13]. A la phase tardive de différenciation, les 
cellules deviennent capables de minéraliser leur matrice et expriment les facteurs tardifs 
comme l’OCN. (Fig. 2)  
 
Figure 2: Origine et différenciation des ostéoblastes. 
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Les cellules hématopoïétiques et mésenchymateuses sont formées à partir de cellules souches 
embryonnaires. Runx2 est un facteur de transcription exprimé précocement et indispensable à 
la différenciation de la cellule mésenchymateuse en cellule ostéoprogénitrice [14]. Il participe 
à l’expression de protéines constituant la matrice, OCN, distal-less homeobox 5 (Dlx-5) et 
Msh homeobox 2 (Msx-2) et régule positivement l'engagement vers la différenciation des pré-
ostéoblastes [15, 16]. 
Ostérix (osx), est un autre facteur de transcription qui induit l’expression de la TNAP et des 
propriétés de minéralisation de la matrice [17]. PPARγ2 est un facteur permettant la 
différenciation des cellules souches mésenchymateuses en adipocytes qui sont des cellules 
multinuclées. MyoD permet leur différenciation en myoblastes.  
 
   I.2.3. Les ostéocytes  
Ce sont des cellules fusiformes et aplaties logées dans des cavités creusées de la 
matrice osseuse minéralisée: ostéoplastes. Elles dérivent de la phase finale de différenciation 
des ostéoblastes. Elles ont des prolongements qui leur permettent de communiquer avec 
d’autres ostéocytes [18]. Les ostéocytes, avec ses capacités de synthèse et de résorption 
limitées, participent au maintien de la matrice osseuse et contribuent à l’homéostasie de la 
calcémie. (Fig. 1) 
 
   I.2.4. Les ostéoclastes  
Les ostéoclastes sont des cellules multinucléées d'origine hématopoïétique. Elles sont 
responsables de la résorption du tissu osseux, et participent donc à son renouvellement 
continu. La différenciation en ostéoclastes se fait sous l’intervention de plusieurs facteurs de 
transcription comme le c-fos et le facteur nucléaire kappa B (NF-κB). Le ligand activateur du 
récepteur NF-κB (RANKL), un ligand qui est secrété par des ostéoblastes et qui existe aussi 
en tant que protéine membranaire sur les progéniteurs ostéoblastiques, interagit avec son 
récepteur RANK qui  se trouve sur la membrane des ostéoclastes et des pré-ostéoclastes et 
induit leur différenciation en ostéoclastes actifs et matures [19].                 
  
I.3. La matrice extracellulaire des tissus osseux 
La MEC, qui confère à l’os sa dureté et sa résistance, est subdivisée en matrices organique et 
inorganique. La teneur en eau est très variable en fonction de l’âge et du degré de 
minéralisation [20]. 
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   I.3.1. La fraction minérale  
Elle est composée essentiellement des cristaux HAs de structures variables et associés aux 
fibres de collagène dont l’orientation de ces cristaux est parallèle aux fibres [20]. 
 
   I.3.2. La fraction organique  
Cette fraction est composée de protéines collagéniques et non collagéniques 
 
     I.3.2.1. Les protéines collagéniques  
Le collagène est une protéine fibreuse insoluble de la MEC et du tissu conjonctif. C'est la 
protéine la plus abondante du règne animal. Il est composé de trois chaines alpha 
polypeptidiques associées [21]. (Fig.3) Ces chaînes sont reliées par des liaisons hydrogènes 
entre l'hydroxylysine et l'hydroxyproline et des liaisons covalentes. Une chaîne alpha est 
constituée de 1050 acides aminés. Chaque type de collagène possède une structure propre et 
se retrouve dans des organes particuliers. Le collagène est de trois types principaux : celui de 
type 1, le plus abondant se trouve dans la peau, les tendons et le tissu osseux ; celui de type 2 




Figure 3: Représentation schématique de la formation d'une fibrille de collagène. Elle est  
formée à partir des chaînes peptidiques, par polymérisations successives entre l’extrémité C-
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     I.3.2.2. Les protéines non collagéniques  
Les glycosaminoglycanes (GAGs) et les protéoglycanes: Les GAGs forment d'importants 
composants des MECs des tissus conjonctifs et représentent environ 30 % de la matière 
organique. Ce sont de longues chaînes polysaccharidiques non ramifiées composées d’unités 
disaccharidiques répétitives. A l’exception de l’acide hyaluronique, tous les GAGs sont liés 
de façon covalente à une protéine pour former les protéoglycanes [23]. Ces molécules, dotées 
d’un grand pouvoir osmotique, attirent et retiennent l’eau.  
La fibronectine, est une glycoprotéine dimérisée. Les deux monomères sont reliés par deux 
ponts disulfures à leur extrémité C-terminale. La molécule est composée des domaines rigides 
reliés par des parties flexibles. Les domaines rigides représentent les sites d’interaction avec 
les autres composantes de la matrice extracellulaire (collagène, protéoglycanes, etc…). La 
fibronectine peut également lier les intégrines par deux séquences RGD [24-26]. Les 





Figure 4 : Schéma représentatif de la fibronectine humaine dimérisée [27]. Figure modifiée 
d’après la référence citée. 
 
L’ostéopontine (OPN), est une protéine d'adhérence du tissu osseux reliant l’HA aux cellules 
osseuses. Elle appartient à la famille des SIBLING « Small Integrin-Binding Ligand, N-linked 
Glycoproteins » incluant la sialoprotéine osseuse (BSP), la phosphoglycoprotéine de la 
matrice extracellulaire (MEPE) et  la protéine matricielle de la dentine DMP1 qui jouent des 
rôles multiples et distincts dans le développement, le remodelage et la minéralisation de l'os et 
de la dentine. 
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L’ostéocalcine (OCN), est un marqueur de la formation osseuse. Elle est formée d’un peptide 
de 49 acides aminés disposés en une seule chaîne. Elle est exclusivement synthétisée par les 
ostéoblastes matures. Sa synthèse dépend de la vitamine K pour la carboxylation des trois 
acides γ-carboxyglutamiques (GLAs) en position 17, 21 et 24 [28, 29]. Ces GLAs confèrent à 
l’OCN une forte affinité pour l’HA, mais également une structure tertiaire plus ou moins 
compacte selon la richesse en calcium. La majeure partie de l’OCN est incorporée à l’os. Elle 
attire et active les ostéoclastes et joue donc un rôle dans le renouvellement osseux [30].  
 
L’ostéonectine, est une glycoprotéine synthétisée par les ostéoblastes en concentration élevée 
dans la MEC où elle se lie fortement au collagène et à l’HA [31]. 
 
La phosphatase alcaline tissue non spécifique (TNAP) catalyse l'hydrolyse des ions 
pyrophosphates (PPi) qui sont des inhibiteurs de formation d’HA [32]. (Fig. 5) 
 
 
Figure 5: Fonctions de TNAP et PC-1 dans la modulation de la concentration de PPi dans la 
MEC. PPi provient, entre autres, de l’hydrolyse des nucléotides triphosphates extracellulaires 
(NTPs) par une ecto enzyme PC-1, tandis que la TNAP hydrolyse le PPi et également NTPs 
[32]. Figure modifiée d’après Balcerzak M. et al. 
 
L’ectonucléotide pyrophosphatase/phosphodiesterase-1 (PC1) hydrolyse les nucléotides 
triphosphates (NTPs) en produisant du PPi. Le PPi est également relargué dans la MEC par 
des cellules contribuant à augmenter la concentration du PPi.  Un excès de PPi inhibe la 
formation d’HA. La TNAP, en hydrolysant le PPi lève l’inhibition de la formation d’HA tout 
en produisant du Pi [32]. C’est pour cette raison que l’activité de la TNAP est un marqueur 
des processus de minéralisation.  
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Les facteurs de croissance, certains ont pu être isolés dans la matrice osseuse, comme le 
TGF-β ou quelques membres de la famille des facteurs de croissance analogues à l’insuline  
(IGFs) [33, 34].  
 
I.4. Homéostasie osseuse : Le remodelage osseux  
 Le tissu osseux est en constant renouvellement de l'os compact ou trabéculaire. L'observation 
du tissu osseux a amené à la conception d'unité fonctionnelle de remodelage qui est formée d’ 
ostéoblastes et d’ostéoclastes dont leur activité métabolique est étroitement couplée dans 
l'espace et dans le temps [35]. L’unité fonctionnelle de remodelage (résorption puis 
formation) entraine la formation d’une unité structurale appelée ostéon. Sous une observation 
en lumière polarisée, l'ostéon est cylindrique dans l'os compact (Fig.6A) et a l'aspect d'un 
croissant dans l'os trabéculaire (Fig.6B). La durée de ce cycle de remodelage dure environ 4 
mois chez l'adulte, la phase de formation étant plus longue que celle de la résorption. Les 
unités de remodelage ne sont pas synchrones, ce qui permet d'adapter la quantité et 
l'architecture de l'os, en fonction de facteurs systémiques (Hormone Parathyroïdienne (PTH), 
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Figure 6 : Observation microscopique : (A et B) : Visualisation des ostéons sous lumière 
polarisée dans l’os lamellaire compact et l’os trabéculaire respectivement. C : Remodelage 
osseux sous microscopie optique [36]. Autorisation de reproduire la figure accordée par 
Mme M .H. Lafage Proust. 
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Figure 7 : Résorption et formation osseuse. Le cycle de remodelage débute par une phase 
d’activation caractérisée par la différenciation des ostéoclastes qui exercent leur fonction de 
résorption osseuse. A la suite de cette phase, les ostéoclastes se détachent et meurent par 
apoptose et les précurseurs des ostéoblastes entament leur processus de différenciation en 
cellules matures qui synthétisent une nouvelle matrice et comble la lacune de résorption. A la 
fin de cette étape de formation osseuse, les ostéoblastes deviennent des cellules bordantes, 
subissent un phénomène d’apoptose ou se laissent inclure dans la matrice en devenant des 
ostéocytes [12]. Autorisation de reproduire la figure accordée par Dr. Manuel MARK. 
 
Phase d'activation 
Les cellules bordantes recouvrent la surface osseuse, ce qui permet d’empêcher l’accès des 
ostéoclastes à la MEC. Les cellules bordantes se rétractent sous l’action de plusieurs facteurs 
(PTH, vitamine D3 et prostaglandine PGE2) et libèrent l’accès aux ostéoclastes. La 
prolifération des précurseurs médullaires des ostéoclastes favorise l’afflux des ostéoclastes 
sous l’effet de plusieurs molécules comme le facteur stimulant de colonie de monocytes (M-
CSF). La différenciation ostéoclastique est principalement sous la dépendance de trois 
molécules: RANKL, ostéoprotégérine (OPG) et RANK. RANKL, situé dans la membrane 
plasmique des ostéoblastes, peut se lier à l’OPG, sécrétée par les ostéoblastes ou à RANK, 
récepteur situé dans la membrane des précurseurs ostéoclastiques. La liaison entre RANKL et 
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Phase de résorption  
Les cellules ostéoclastiques différenciées deviennent actives et résorbent l'os ancien et 
forment une lacune osseuse. Cette phase s’effectue en deux étapes successives : 1) dissolution 
de la phase minérale par acidification du compartiment de résorption 2) dégradation de la 
matrice organique sous l’action d’enzymes protéolytiques lysosomales [38-40]. Le domaine 
apical de la membrane plasmique de l’ostéoclaste formant le toit de la chambre de digestion 
se différencie en une bordure en brosse au niveau de laquelle se trouve une pompe à protons 
qui sécrète des ions H+. Ces ions dissolvent la phase minérale de la MEC par acidification 
[41]. Les lysosomes qui se trouvent encore au niveau de la bordure en brosse de la cellule 
déversent leur contenu enzymatique (hydrolases acides et notamment phosphatases acides, 
cathepsines, collagénases, métalloprotéinases (MMPs)) afin de digérer les constituants 
organiques de la MEC osseuse. Il est connu que les hormones comme la PTH et la vitamine 
D3, ainsi que certaines cytokines (interleukines (IL-1), TNF-α) induisent la sécrétion par les 
ostéoblastes de facteurs moléculaires locaux (M-CSF, IL-6, IL-11, PGE2) [42]. Ces derniers, 
à l’exception du M-CSF, stimulent en retour l’expression du facteur membranaire RANKL 
sur l’ostéoblaste [43]. Le facteur RANKL interagit avec son récepteur RANK porté par le 
précurseur ostéoclastique et déclenche la différenciation cellulaire qui aboutit à l’activation de 
l’ostéoclaste.  
 
Phase d'inversion ou de réversion 
Les ostéoclastes ayant achevés une lacune meurent par apoptose. Cette phase correspond au 
remplacement des ostéoclastes par des cellules mononuclées de type macrophagiques qui vont 
lisser le fond de la lacune.  
 
Phase de formation 
Elle est caractérisée par le recrutement des ostéoblastes au fond de la lacune. (Fig. 7) Les 
ostéoblastes comblent la lacune en apposant une nouvelle matrice collagénique. Plusieurs 
hormones, comme les œstrogènes, les androgènes et la vitamine D stimulent la synthèse de la 
matrice osseuse. De nombreux facteurs de croissance sécrétés par les ostéoblastes, stockés 
dans la matrice osseuse, puis largués sous forme active lors de la résorption, agissent de façon 
concomitante avec le facteur de croissance de fibroblaste 2 (FGF2), TGFβ, facteur de 
croissance analogue à l’insuline (IGF) (dont la synthèse est stimulée par l’hormone de 
croissance (GH)) et les protéines de la morphogenèse osseuse (BMPs) [44]. Enfin, les 
ostéoblastes synthétisent des facteurs de croissance régulant leur propre métabolisme, des 
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facteurs paracrines qui vont influencer le métabolisme des cellules voisines (IL-1, facteurs 
stimulant la formation ou l'activité des ostéoclastes) et des enzymes (comme la TNAP qui 
hydrolyse les PPi). Les ostéoblastes se différentient en ostéocytes et certains facteurs sont 
inclus dans la matrice ostéoïde et qui seront ultérieurement libérés quand l'os sera résorbé [45, 
46].  
 
I.5. Les calcifications pathologiques 
Les tissus mous selon les conditions physiologiques ne nécessitent normalement aucun apport 
minéral particulier et ne minéralisent pas. En effet, seulement les dents et les os ont besoin de 
capter le calcium en grande quantité et de minéraliser. Cependant, selon certaines conditions 
pathologiques, les tissus mous peuvent se calcifier.  Jusqu’à environ une dizaine d’années, les 
précipitations phosphocalciques dans les tissus mous, sous forme de dépôts amorphes ou 
cristallins, étaient considérées comme un phénomène passif lié à l’augmentation des 
concentrations locales de calcium, de phosphate ou des deux [47, 48]. Récemment, plusieurs 
travaux ont apporté des preuves irréfutables en faveur de l’intervention des enzymes 
contrôlant l’homéostasie du PPi et de certains mécanismes cellulaires dans les processus de la 
calcification des tissus mous [49, 50]. D’un point de vue médical, il existe au moins trois 
familles de calcifications pathologiques. Une première correspond à des concrétions solides 
formées dans une cavité ou un canal excréteur (calculs rénaux, biliaires, salivaires, 
vésicaux...). Une deuxième se réfère aux calcifications tissulaires ou ectopiques localisées en 
dehors des canaux excréteurs (qui peuvent être liées parfois à des pathologies sévères comme 
les cancers du sein, de la thyroïde, des testicules ou encore de la prostate) [51-53] et enfin à 
des calcifications vasculaires [54]. Dans certains cas, des calcifications non contrôlées, ayant 
lieu dans les tissus minéralisés comme dans l’os ou la dent, peuvent aboutir à des 
calcifications pathologiques suite à une maladie. Parmi les calcifications ectopiques, qui sont 
initiées par des VMs produites par des cellules [10] qui sont devenues capables de minéraliser 
, nous pouvons citer :  
L’arthrose (ou ostéoarthrite) qui est la forme d’arthrite la plus fréquente et survient en 
raison du vieillissement et de l’usure du cartilage au sein des articulations. Il s’agit de 
l’inflammation des articulations et de la destruction du cartilage qui peuvent entraîner le 
frottement des os entre eux et causer des douleurs, des raideurs et des enflures des 
articulations. La calcification du cartilage pourrait être causée par des VMs secrétées par des 
chondrocytes à l’état hypertrophié [10]. Alternativement, l’arthrose ne conduit pas toujours à 
la calcification du cartilage. Dans un premier temps, l’équilibre entre production des protéines 
matricielles et enzymes de dégradation (MMPs) est maintenu. Parallèlement, le chondrocyte 
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arthrosique libère des cytokines proinflammatoires, IL-1b, TNFα et monoxyde d’azote (NO) 
qui stimulent la production des MMPs. Lorsque l’activité d’anabolisme et la prolifération des 
chondrocytes diminuent, cela peut aboutir à la destruction progressive du cartilage [55]. Les 
chondrocytes s’épuisent et la synthèse des composants matriciels diminue tandis que la 
production d’enzymes de dégradation est maintenue. Un déséquilibre s’installe alors au profit 
du catabolisme induit par la libération de médiateurs inflammatoires qui s’accroît lors de la 
pathologie de l’arthrose (phospholipase A2, prostaglandines, IL-1b, TNFα…). Ce 
déséquilibre implique également la mort par apoptose des chondrocytes sous l’action délétère 
de certains médiateurs comme l’IL-1b ou le NO [56].  
Les calcifications cardiovasculaires, une calcification cardiovasculaire (CCV) est un 
processus pathologique caractérisé par  l'épaississement et la perte d'élasticité de la paroi 
d'artères musculaires dû à une calcification  au niveau des couches de la  média et / ou de 
l’intima  [57]. (Fig.8)  
 
 
Figure 8: Structure de la paroi artérielle : Les artères répondent toutes à un modèle commun 
d'organisation. Leur paroi est constituée de trois tuniques qui, de l'intérieur vers l'extérieur, 
sont : l'intima, la media et l'adventice [58]. Figure modifiée à partir de la référence citée. 
 
 Une différence existe entre la calcification de l’intima et celle de la media. La première se 
fait  dans la plaque d’athérosclérose dans l’aorte, les artères coronaires et les artères de gros 
calibres. Alors que la calcification de la media se fait chez des patients atteints de syndrome 
métabolique, de diabète et/ou de maladie d’insuffisance rénale chronique (IRC). La CCV est 
le problème majeur des patients atteints de l’IRC. La fréquence de la CCV augmente 
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parallèlement avec le dysfonctionnement rénal progressif [59]. La CCV est un processus 
complexe, impliquant non seulement une simple précipitation de phosphate et de calcium 
mais aussi des processus à médiation cellulaire, y compris l'apoptose, la différenciation 
ostéochondrocytaire et la dégradation de l'élastine [60]. L’évolution dans le temps de ces deux 
étapes in vivo reste mal définie. Plusieurs évènements ont été décrits et interviennent dans le 
processus de CCV lors de l’IRC: Les cellules musculaires lisses (CMLs)  en apoptose sont 
considérées comme un facteur important dans l'initiation de calcification vasculaire. En effet,  
les CMLs dans des plaques d'athérosclérose deviennent plus apoptotiques que celles dans un 
cas normal [61, 62]. Les corps apoptotiques dérivés à partir de ces cellules, peuvent faciliter la  
nucléation pour la formation de cristaux de calcium [63, 64]. Alternativement, d’autres types 
de vésicules telles que les VMs sont impliquées dans la première étape de la minéralisation. 
Selon les conditions pathologiques, particulièrement lors de l’IRC, les CMLs peuvent se 
transdifférencier en ostéochondrocytes. Elles ont la caractéristique de former des VMs et des 
fibrilles de collagène à leur surface. Les changements phénotypiques comme l’expression de 
l’OCN et de la TNAP ont été observées dans les CMLs différenciées. RUNX2 et Msx2, 
nécessaires pour la formation de l’os, sont également exprimés dans les CMLs différenciées 
[65]. Par ailleurs, dans les artères calcifiées d’origine humaine, Sox9 et le collagène de type II 
qui sont des marqueurs importants pour la différenciation chondrocytaire sont exprimés [66]. 
Un autre mécanisme qui intervient dans la CCV, est l’élastocalcinose qui est caractérisée par 
le dépôt des cristaux HAs dans les lamelles d’élastine de l’artère. La dégradation de l’élastine 
joue un rôle important dans la progression de la CCV, elle est induite par l’élastase, les MMPs 
et autres protéases. L’élastine dégradée a une forte affinité pour le calcium, facilitant la 
croissance de l'HA entre les lamelles d’élastine [67]. Des résultats récents suggèrent 
l’existence d’un remodelage vasculaire, similaire à celui observé dans l’os, qui serait 
responsable du développement des CCVs. Ces mêmes résultats mettent en avant le rôle des 
toxines urémiques [68]. En effet, le sérum de patients urémiques induit la différenciation des 
CMLs en cellules avec un phénotype similaire à celui des ostéoblastes, et parallèlement inhibe 
la différenciation des monocytes-macrophages en ostéoclastes. Le déséquilibre entre ces deux 
processus dans la paroi vasculaire, en faveur de la formation de cellules avec un phénotype 
similaire à celui des ostéoblastes, pourrait être responsable de la genèse et de la pérennisation 
des calcifications [68]. Cependant, les toxines urémiques, qui contribuent au développement 
des CCVs, semblent avoir des effets indépendants sur la paroi vasculaire dès le début de 
l’IRC. Au cours du stade précoce d’IRC, des modifications fonctionnelles (dysfonction 
endothéliale) plutôt que des altérations structurales contribuent aux anomalies 
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hémodynamiques aortiques [68]. La toxicité urémique semble être également associée au 
développement des calcifications au niveau des artères intracrâniennes. La connaissance des 
mécanismes responsables du développement des CCVs et de leurs conséquences pourrait 
ouvrir de nouvelles perspectives de traitements pharmacologiques susceptibles de les prévenir 
et/ou de les traiter et donc de diminuer la mortalité et la morbidité cardiovasculaire, non 
seulement chez les patients en IRC mais aussi dans la population générale [68]. Au niveau des 
mécanismes moléculaires, plusieurs molécules promotrices et inhibitrices pour la CCV ont été 
identifiées [69-72]. (Tableau 1)  
 
Tableau 1: Les facteurs stimulateurs et inhibiteurs impliqués dans le processus de CCV [57].  
Inhibiteurs Promoteurs 
Magnésium Hypercalcémie 
Pyrophosphate (PPi) Hyperphosphatémie 
Ostéopontine (OPN) Ligand du récepteur nucléaire activateur 
Kappa B (RANKL) 
Protéine matricielle Gla (MGP)  Protéine morphogénétique osseuse 2  (BMP-
2) 
Ostéoprotégérine (OPG)  
Protéine morphogénétique osseuse 7 (BMP-
7) 
 
Klotho   
FetuinA  
 
Le gène klotho code pour une protéine transmembranaire et il a été identifié chez une souche 
mutante de souris qui ne l’exprime pas et qui manifeste des désordres multiples comparables à 
ceux du vieillissement humain comme la diminution de la densité osseuse, l’artériosclérose... 
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II.1. Généralités 
De nombreux résultats expérimentaux indiquent que les phospholipases pourraient avoir une 
action au cours des différentes étapes de la minéralisation : 1)  au niveau du remodelage de la 
membrane plasmique et de la formation des VMs (Fig.10) ; 2) au niveau de la formation des 
cristaux d’HAs; 3) au niveau des réactions inflammatoires 4) au niveau de la maturation et de 
la différenciation des cellules [73]. Les phospholipases sont des enzymes qui hydrolysent les 
phospholipides et leurs actions sont spécifiques. La phospholipase A1 (PLA1) clive la chaîne 
acyle qui estérifie la fonction alcool primaire du résidu glycérol, libérant un acide gras et un 1-
lysophospholipide, la phospholipase A2 (PLA2) clive la chaîne acyle qui estérifie la fonction 
alcool secondaire du résidu glycérol, libérant un acide gras et un 2-lysophospholipide, la 
phospholipase B (PLB) possèdent les deux activités enzymatiques précédentes. PLB clive les 
chaînes acyles estérifiant les deux hydroxyles libres du glycérol, la phospholipase C (PLC) 
hydrolyse la liaison ester entre le glycérol et le phosphate, libérant un diglycéride et un 
phosphate d'alcool. La phospholipase D (PLD) hydrolyse la liaison ester entre la fonction 
acide du phosphate et l'alcool, libérant un acide phosphatidique (PA) et un alcool. (Fig.9) 
Leurs produits catalytiques peuvent être impliqués dans la signalisation intracellulaire, dans le 
remodelage de la membrane, dans l'endocytose ou dans l'exocytose des VMs [73]. En outre, 
les phospholipides contiennent du phosphate, un précurseur de formation d’HAs. Leurs 
produits hydrolytiques peuvent servir comme réservoir de phosphate pour maintenir la 
minéralisation. 
 
 Figure 9 : Structure du glycérophospholipide et le site d'action des phospholipases. Les 
flèches indiquent les sites d’action des phospholipases. Les atomes de carbone du squelette du 
glycérol des glycérophospholipides sont indiqués selon la numérotation stéréochimique (sn-1, 
sn-2 et sn-3) [73].  
Dina ABDALLAH, Université Lyon1 et Université Libanaise Page  42 
 
Chaque classe de phospholipases, en fonction de la nature des produits, agit d’une manière 
distincte. (Fig.10) 1) Le rôle des PLA1 dans le processus de minéralisation est très peu connu. 
2) Les PLA2 sont à l’origine de la production de l'acide arachidonique (AA*). Le 
métabolisme de l’AA* par une cyclooxygénase (Cox) ou une lipoxygénase conduit 
respectivement à des prostaglandines (PGs) et à des leucotriènes, qui sont des médiateurs de 
l'inflammation [74]. 3) Les PLC et les sphingomyélinases (SMase)  produisent de la 
phosphocholine (PChol) ou de la phosphoéthanolamine (PEA), des précurseurs de phosphate, 
qui pourraient être hydrolysés par une phosphatase comme la PHOSPHO1 [75]. 4) La mise en 
évidence d’une activation de la PLD, après stimulation des cellules via des récepteurs 
membranaires, indique son action dans le remodelage de la membrane plasmique et/ou dans la 
transduction des signaux intracellulaires [76]: l’exocytose et la sécrétion [77, 78], la 
réorganisation agoniste-dépendante du cytosquelette [79, 80], la différenciation [81, 82], la 
prolifération et la survie cellulaires [83].  
 
 
Figure 10: Implication des phospholipases dans les étapes initiales du processus de la 
minéralisation. A : Localisation de l’action des phospholipases au sein d’une cellule capable 
de minéraliser. B : Schéma d’une VM mature dans la matrice extracellulaire. Les 
phospholipases PLA, PLC et PLD contribuent à déstabiliser la structure des membranes des 
VMs [73]. Figure modifiée à partir de la référence citée. 
 
La phospholipase D est une enzyme qui hydrolyse majoritairement la phosphatidylcholine en 
PA et en choline. (Fig.11) Une autre activité caractéristique pour les PLDs chez les 
mammifères et les plante est  la transphosphatidylation dans laquelle l’alcool primaire sert de 
capteur pour le phosphatidyl (Fig.11). Il existe deux grandes familles de PLD chez les 
mammifères : les PLDs non activées par phosphatidylinositol 4,5 bisphosphate (PIP2) et les 
PLDs activées par  PIP2. Ces dernières sont codées par deux gènes différents PLD1 et PLD2. 
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Le gène PLD1 est localisé sur le bras long (q) du chromosome 3 (3q26) et il est défini par 31 
exons, dont 27 donnent l'expression de quatre variantes d'épissage [84]. Les variants 
d'épissage de la PLD1 comprennent PLD1a, PLD1a2, PLD1b et PLD1b2 [85, 86]. La forme 
la plus longue est la PLD1a dont la séquence protéique est formée de 1072 acides aminés et 
de 120 kDa en poids moléculaire [87]. La PLD2  a été clonée à partir d'embryons de souris 
[88] et plus tard à partir des lymphocytes B humains [89]. Le gène PLD2 est situé sur le bras 
court (p) du chromosome 17 (17p13) [90] et il code pour une protéine de 933 acides aminés 
de poids moléculaire de 106 kDa [88]. La PLD2 possède deux variantes d'épissage, PLD2a et 
PLD2b, qui sont fonctionnellement indiscernable [91]. Les deux enzymes PLD1 et PLD2 sont 
largement exprimées dans une variété de tissus et de cellules [92, 93]. PLD1 et PLD2 ont 
approximativement 50% d'homologie. Elles possèdent un centre catalytique très conservé, 
entouré de régions N et C terminales de séquences variables [94]. De nombreux agonistes sont 
capables de stimuler la PLD comme des hormones, des neurotransmetteurs, des facteurs de 
croissance, des cytokines, des antigènes et des molécules d’adhésion cellulaire [95]. La PLD1 
est activée par les petites protéines G des familles ARF (Facteur de ribosylation d’ADP-) et 
Rho, et par les protéines kinases C (PKC) [96]. Son activité basale est faible. La PLD2  
possède une activité basale forte in vitro, et qui est peu ou pas du tout stimulée par les 
protéines activatrices de la PLD1 [88].  Certains travaux ont décrit une activation de la PLD2 






Dina ABDALLAH, Université Lyon1 et Université Libanaise Page  44 
 
 
Figure 11 : Réactions d’hydrolyse et de transphosphatidylation de la PLD. La première 
partie de la réaction implique la formation d'un intermédiaire, le complexe acide 
phosphatidique (PA)-PLD. PA est fixé  par une  liaison covalente à une histidine.  Soit l'eau 
soit un alcool primaire peut agir en tant que nucléophile dans la deuxième étape de la 
réaction. En présence de l’eau, le produit de réaction est le PA et en présence d'alcool 
primaire (comme le butanol, souvent utilisé), le produit de la réaction est le 
phosphatidylalcool (ou phosphatidylbutanol (Pbut)) [98]. Figure modifiée à partir de la 
référence citée. 
 
II.2. Localisation tissulaire et subcellulaire de la phospholipase D  
Les isoformes de la PLD, PLD1 et PLD2 sont exprimées dans presque tous les tissus de 
mammifères. Elles sont à la fois exprimées fortement dans le cœur, le cerveau et la rate. PLD1 
présente une faible expression dans les leucocytes du sang périphérique et PLD2 est 
faiblement exprimée dans le foie et le muscle squelettique. Alors que PLD1 et PLD2, 
catalysent la même réaction, et utilisent des substrats similaires pour générer le PA ou la 
transphosphatidylation, ces enzymes sont différentiellement localisées à l'intérieur de la 
cellule. Il y a  quelques divergences dans les rapports de localisation subcellulaire de chaque 
isoforme de la PLD, mais cela pourrait être dû à des différences du système cellulaire, les 
conditions de croissance ou les méthodes de détection (de fractionnement subcellulaire ou 
immunofluorescence des protéines marquées). Les isoformes sont trouvées dans divers 
organites, tels que, l'appareil de Golgi, les endosomes, le noyau, les lysosomes, la membrane 
plasmique et le réticulum endoplasmique [99-103].  
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   II.2.1 PLD1 et sa localisation subcellulaire 
Il est généralement admis que la PLD1 est localisée dans les membranes périnucléaires, y 
compris celles des endosomes, et de l'appareil de Golgi [88, 104]. Différentes régions de la 
protéine contribuent à la localisation subcellulaire basale. Des mutations ponctuelles ont été 
faites pour déterminer la contribution de ces différentes régions. La localisation basale de la 
PLD1 dépend du domaine PH, qui comprend une région acide (résidus 252 et 253) qui est 
nécessaire pour l’interaction avec le  phosphatidylinositol 1, 4, 5 triphosphate (IP3), ainsi que 
des résidus conservés de tryptophane dans une hélice α essentiels pour l’activité catalytique 
[105]. La palmitoylation de la PLD1 sur deux résidus de cystéine dans le domaine PH 
entraine une localisation basale de la protéine à la membrane des organites [106]. Des 
mutations ponctuelles sur ces résidus altèrent la palmitoylation conduisant à une localisation 
aberrante de la protéine. Les résidus C-terminaux de la PLD1 pourraient également être 
nécessaires pour une localisation endosomale [104]. Les PLD1a et PLD1b n’ayant pas ces 
résidus ne se localisent pas dans les endosomes. La PLD1 dépourvue de cette région, ne peut 
pas  être pliée correctement, et cela pourrait aboutir à sa localisation aberrante. De plus, il a 
été suggéré que l'extrémité C-terminale est importante pour l’activité catalytique [107]. Des 
mutations ponctuelles inactivant l’enzyme PLD1b (K466E et K860E) montrent une 
localisation endosomale périnucléaire [104]. Il convient de noter que des domaines 
individuels de la PLD1 n’ont pas une localisation similaire par rapport à l’enzyme entière 
[108, 109]. Ceci suggère que de multiples régions de l'enzyme participent à la localisation 
basale. Lors de la stimulation des cellules, PLD1 subit une translocation vers la membrane 
plasmique ou vers les endosomes. Cependant, selon le type de stimulation, la  translocation 
peut être différente. Par exemple, la stimulation des cellules Cos7  par le sérum aboutit à une 
translocation vers les endosomes et vers la membrane plasmique, tandis que la stimulation par 
12-myristate 13-acétate (PMA) aboutit à une translocation vers la membrane plasmique [108]. 
La translocation de la PLD1 vers la membrane plasmique en réponse à la stimulation de la 
cellule est due à la liaison au PIP2 entre les domaines polybasiques HKD [108]. Des 
mutations ponctuelles dans cette région polybasique, y compris la mutation de résidus 
arginines fortement conservés 691 et 695, altèrent la translocation de la PLD1 vers la 
membrane plasmique lors de la stimulation. Enfin, les domaines PX et PH facilitent la 
réorientation vers des membranes intracellulaires spécifiques [108]. L’activation de la PLD 
nucléaire par un analogue de GTP non-hydrolysable, guanosine 5’-O-[gamma-thio] 
triphosphate (GTPγS), est induite via Rho et n’implique pas Arf  [110]. La séquence nucléaire 
de localisation (NLS) a été identifiée entre les résidus 553 et 564 pour PLD1b. NLS se lie à 
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l’importin-β et facilite le transport actif  de la PLD1b dans le noyau. La séquence NLS existe 
dans la région de la boucle entre les motifs catalytiques HKD de PLD1, tandis qu’elle n’existe 
pas dans la PLD2. Une mutation quelconque sur un ou la totalité des résidus conservés dans la 
séquence NLS altère la localisation nucléaire [111]. 
   
   II.2.2 PLD2 et sa localisation subcellulaire 
La PLD2 est généralement localisée à la membrane plasmique dans des conditions basales et 
se diffuse dans des vésicules [88]. La PLD2 se lie avec β-actine [112] et en réponse à une 
stimulation par le facteur de croissance épidermique (EGF), elle se localise dans des 
bourgeonnements de la membrane [113]. PLD1 et PLD2 peuvent être co-localisées à la 
membrane périnucléaire et plasmique selon les conditions basales [114].  
 
II.3. Structure de la phospholipase D 
La caractéristique essentielle des PLDs des mammifères est la présence de deux domaines 
catalytiques. Ces domaines sont définis par un motif conservé contenant l'histidine, la lysine 
et les résidus d'aspartate qui coordonnent la réaction de transphosphatidylation. Par 
conséquent, ces domaines sont appelés domaines HKD. (Fig. 12) En outre, les deux produits 
de gènes de PLDs de mammifères ont une homologie de séquence dans le domaine 
pleckstrine (PH), le domaine de liaison avec PIP2, le domaine Phox (PX) et d'autres régions 
conservées ayant des fonctions inconnues. (Fig. 12) En outre, la PLD1 contient une boucle, 
séquence entre les deux domaines HKD, qui n’est pas présente dans la PLD2. (Fig.12) Le 
noyau catalytique de la PLD est formé par deux motifs HKD qui se replient l’un sur l'autre 
pour créer le site actif. La présence de l'un ou de l'autre domaine HKD n'est pas suffisante 
pour l'activité de la PLD. L'analyse des mutations ayant lieu dans ces domaines, a conduit à 
une compréhension détaillée du mécanisme catalytique induit par la PLD, dans lequel les 
histidines de deux domaines HKD coordonnent directement la réaction de 
transphosphatidylation [115, 116]. Le modèle catalytique actuel de la PLD a des conséquences 
importantes sur la régulation de l'enzyme. L’activité catalytique nécessite que les histidines 
des deux domaines HKD soient à proximité du substrat. Par conséquent, l'orientation des 
domaines HKD est essentielle pour l’activité catalytique. La régulation de l’activité de PLD 
serait contrôlée par une interaction des protéines modulatrices avec la PLD, affectant son 
activité en influençant l'orientation des domaines HKD [107]. La présence d’une boucle est 
unique à la PLD1. La suppression de cette boucle entraîne une  activité basale élevée [117]. 
L'insertion de cette séquence dans la PLD2 diminue son activité [118]. Ces résultats suggèrent 
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que la boucle favorise l’auto-inhibition de la PLD. L’extrémité N-terminale de la PLD1 
semble également être impliquée dans l’auto-inhibition de l'activité de PLD, ainsi que dans la 
régulation contrôlée par la protéine kinase (PKC). La délétion de la partie N-terminale de 
PLD1 augmente son activité basale et donne une enzyme peu sensible à l’activation par le 
PMA qui est un activateur de la voie PKC [109]. Cette région joue donc un rôle important 
dans l’activation de l’enzyme par les PKC. La suppression du domaine PX entraîne 
l'activation de PLD1, ce qui suggère que ce domaine peut également participer à l’auto-
inhibition [117]. Le domaine PH qui lie spécifiquement le PIP2 ou PIP3 n’est pas essentiel 
pour l'activité catalytique des deux isoformes PLD1 et PLD2 [117, 118]. Par contre, une 
deuxième région de liaison avec le PIP2 entre les deux domaines HKD a été identifiée. 
L’interaction de ce domaine avec le PIP2 est essentielle pour l’activité catalytique des PLDs, 




Figure 12 : Topologie et localisation des domaines des deux isoformes mammaliennes de la 
phospholipase D. 
 
II.4. Régulation des phospholipases D  
Les activités des phospholipases D sont régulées par des protéines G, le facteur de 
ribosylation de l’ADP, le Ral GTPase, des protéines kinase C et des tyrosines kinases (Fig. 
13). 
 
   II.4.1. Régulation par les protéines G : 
Il existe un grand nombre de protéines liant le GTP, qui sont généralement dénommées 
protéines G. Celles-ci existent sous deux états conformationnels dépendants de la nature du 
nucléotide fixé et correspondant à des états fonctionnels différents de la protéine, la forme liée 
au GTP étant active alors que la forme liée au GDP est inactive. Elles jouent ainsi le rôle de 
commutateurs cellulaires. Seule la forme active est capable de fixer les effecteurs [120]. 
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     II.4.1.1. Famille des protéines Rho 
Les protéines Rho appartiennent à la superfamille Ras de petites protéines liées au GTP et qui 
sont des protéines G monomériques de faible poids moléculaire (20 à 40 kDa). Il existe une 
centaine de protéines dans cette superfamille. Chez la levure et chez les mammifères, elles 
sont réparties en cinq familles : Ras, Rho, Rab, Sar1/Arf et Ran [121]. La famille Rho régule 
l'activation de la PLD qui dépend de nombreux agonistes. L’activité de la PLD dépendante de 
la GTPγS est bloquée par l’inhibiteur de dissociation du complexe Rho/GDI (RhoGDI) dans 
les neutrophiles [122]. La plupart des travaux vérifiant l’implication de Rho comme activateur 
de la PLD sont basés sur l'utilisation des toxines bactériennes pour bloquer la fonction de Rho 
dans les cellules. L’exotoxine C3 de Clostridium Botulinum inactive la protéine Rho par une 
ADP- ribosylation [123], tandis que la toxine B de Clostridium Difficile inhibe la fonction de 
la protéine Rho par une réaction de glycosylation [124]. L'utilisation de ces toxines a facilité 
l’identification de molécules régulant Rho comme l'acide lysophosphatidique (LPA), le PMA, 
et l'endothéline I (peptide vasoconstricteur) qui stimulent l'activité de la PLD dans les 
fibroblastes de rat [125]. L'expression des mutants dominants négatifs de Rho a bloqué 
l'activation de la PLD  par le PMA dans des cellules adénocarcinomes humaines A549 [126]. 
Cependant, L'activation directe de la PLD2 par Rho n'a pas été observée même dans des 
conditions optimisées [118]. Par conséquent, il existe d'autres mécanismes d'activation de la 
PLD induite par Rho tels que l’action de la phosphatidylinositol 5-kinase (PIP5kinase) qui 
phosphoryle le phosphatidylinositol-4-phosphate (PI(4) P) pour générer le PIP2 [127, 128]. 
(Fig.13) PIP2 est un cofacteur nécessaire à la fois pour l’activité de PLD1 et celle de PLD2, et 
il est essentiel pour la stimulation dépendante de GTPγS [129]. D’autre part, Rho pourrait 
activer la PLD indirectement via l’activation de la Rho kinase, ROCK, puisque l’expression 
de mutants catalytiquement inactifs de Rho kinase bloque l’activation de la PLD induite par le 
récepteur m3 de l'acétylcholine [130].  
 
      II.4.1.2. Le facteur de ribosylation de l’ADP  
Chez les mammifères, il existe six types de facteurs de ribosylation de l’ADP (ARF) qui sont 
subdivisés en trois classes : I, II et III. Les ARFs appartenant aux classes I et II se trouvent 
principalement dans l’appareil de Golgi et également sur différentes membranes des 
endosomes où ils jouent un rôle dans le remodelage d’actine et dans le trafic vésiculaire. 
ARF6 est l’unique membre de la classe III. Il est localisé à la membrane où il agit au cours de 
l’endocytose, la phagocytose, le recyclage des récepteurs et pendant les événements 
cellulaires menant à la réorganisation du cytosquelette d’actine avec la formation de 
lamellipodes et aux ondulations de la membrane. Les protéines ARF ont été identifiées 
Dina ABDALLAH, Université Lyon1 et Université Libanaise Page  49 
 
comme principaux activateurs de la PLD dans le cytosol des cellules neuronales du cerveau 
du bovin [131] et dans les cellules HL-60 [132]. (Fig.13) Les protéines ARF agissent comme 
des médiateurs de l’activation de la PLD en présence concomitante d’autres agonistes tels que 
l'insuline [133], le facteur de croissance dérivé des plaquettes (PDGF) [134], l'angiotensine II 
[135], l'endothéline-1 [135], la N- formyl-méthionyl- leucyl –phénylalanine (fMLP) [136]. De 
plus elles stimulent les récepteurs muscariniques m3 [137]. L’ajout de toxines bactériennes est 
utilisé afin d’exclure la voie régulée par des protéines Rho dans l’activation de la PLD par des 
agonistes spécifiques. Par exemple, l’ajout de ces toxines a montré que l’activation de la PLD 
induite par l’insuline, le PDGF et le PMA est indépendante de Rho dans les fibroblastes 
HIRcB [133, 134]. De même, l'induction de l'activité de la PLD par l'angiotensine II, 
l'endothéline-1, ou le PDGF dans  les cellules musculaires lisses vasculaires A10 semble être 
insensible au traitement à l’exotoxine C3 [135]. Toutes les protéines ARF semblent être en 
mesure d'activer la PLD in vitro [88, 118, 138]. En effet, des mutations qui inactivent 
catalytiquement ARF1 et ARF6, inhibent l’activité de la PLD dépendante des agonistes [134, 
135]. Ces résultats suggèrent que l'activation de la PLD induite par ARF n'est pas spécifique à 
une isoenzyme particulière d’ARF. L’activation de la PLD par ARF est controversée , 
principalement parce que les classes I et II de la famille ARF activant la PLD  n'ont pas été 
détectées dans les membranes plasmiques [139]. Cependant, la découverte d’un facteur 
d’échange pour ARF, ARNO (ARF nucléotide site opener) permettant l’acheminement 
d’ARF1 vers la membrane plasmique, montre que l’association de la protéine ARF1 avec la 
membrane plasmique est induite sous certaines conditions [140]. De plus, la mutation au 
niveau de ce facteur inhibe l’activité de la PLD dépendante de l’insuline, ce qui suggère que 
la famille ARNO est responsable de l'activation de la PLD dépendante de l’insuline.  
La fixation de l'insuline sur son récepteur induit une autophosphorylation de plusieurs 
tyrosines de la sous-unité β intracellulaire. Cette autophosphorylation induit des changements 
de conformation qui, à leur tour, induisent l'activation de l'activité tyrosine kinase. Le 
récepteur de l'insuline peut alors phosphoryler différentes protéines cibles effectrices comme 
le substrat du récepteur de l’insuline (IRS-1). Celle-ci produit une activation de la 
phosphatidylinositol 3-kinase (PI3K) qui produit du PIP3 qui induit le recrutement d’ARNO 
du cytoplasme vers le récepteur qui, à son tour, recrute l’ARF. Cette association entre ARNO 
et ARF se fait par un échange d’un nucléotide (guanine) vers ARF. L’ARF couplé au GTP 
active directement la PLD. 
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     II.4.1.3  Protéine Ral GTPase 
Cette protéine monomérique agit comme un régulateur positif de l'activité de la PLD, mais 
seulement en présence d'ARF [141]. Ral induit l’activation de la PLD dans des cellules 
transformées par les deux oncogènes v-Src [142] et v-Ras par une interaction directe avec le 
complexe ARF-PLD1 [143]. Dans les cellules transformées par v-Raf, Ral favorise l'activité 
de la PLD en combinaison avec des protéines Rho [144]. RalA participe à l’activation de la 
PLD dans les cellules HEK293 stimulées par le PMA [145]. (Fig.13) 
   
   II.4.2. Régulation par les protéines kinases  
     II.4.2.1. Par les protéines kinases C 
L’addition du PMA , activateur de PKC, stimule la PLD [146, 147]. (Fig.13) Une diminution 
de PKCα et non de PKCβ entraine une diminution significative de l’activité de la PLD [148]. 
L’activation de la PLD dépendante de PMA dans les neutrophiles nécessite de l’ATP [149]. 
En outre, cette activation est fortement réduite par les inhibiteurs de PKC tels que la 
staurosporine ou RO 31-8220  qui agissent en compétition sur le site de liaison de l’ATP avec  
PKC [150]. Par contre, Il a été montré que la PLD1 pourrait être phosphorylée in vitro sur les 
résidus sérine et thréonine et que la phosphorylation aurait un effet négatif sur l'activité de la 
PLD1 [151]. Donc la PKC a un double effet sur la régulation de la PLD. En effet, la PKC peut 
moduler l'activité de la PLD par deux mécanismes distincts: un mécanisme dépendant de 
l'ATP et un autre indépendant de l’ATP.  En outre, l'activité kinase de PKC peut être à la fois 
un inhibiteur et un activateur de l'activité de la PLD [152]. 
 
    II.4.2.2. Par les tyrosines kinases 
Les récepteurs ayant une activité d’autophosphorylation de type tyrosine kinase, comme les 
récepteurs d’EGF et de PDGF, pourraient activer la PLD dans certains types de cellules. Le 
pervanadate, qui augmente le niveau de la phosphorylation de tyrosine en inhibant les 
tyrosines phosphatases , stimule l'activité de la PLD dans des cellules HL60 et les 
neutrophiles [153, 154]. À la fois l'activité de la PLD et l'accumulation de protéines 
phosphorylées au niveau de leur  tyrosine sont sensibles aux inhibiteurs de la tyrosine kinase, 
ce qui suggère un lien entre l’activité de la PLD et les protéines phosphorylées [154]. H2O2 
active la PLD dans différents types de cellules [155] et cette activation est sensible aux  
inhibiteurs de la tyrosine kinase [156, 157]. En présence de vanadate, H2O2 active la PLD et 
induit la phosphorylation de la PLD1 sur les résidus  tyrosines, de la PKCα et du récepteur 
PDGF dans les cellules les fibroblastes Swiss 3T3[151].  
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   II.4.3. Régulation par le PIP2 
Le PIP2 est connu en tant que substrat de la PLC pour la production des seconds messagers. Il 
intervient aussi dans l’activation ou le recrutement d’une variété de protéines régulatrices de 
l’actine, les canaux ioniques et d'autres protéines de signalisation, y compris la PLD, par 
interaction directe [158]. La synthèse de PIP2 par PIP5K est étroitement régulée par des 
petites GTPases et par le PA. PIP2 est un cofacteur essentiel pour l’activité de la PLD [129, 
131, 158-160]. (Fig.13) Ainsi, la diminution de PIP2 au niveau cellulaire entraine une 
diminution de l’activité de PLD [161, 162]. Par ailleurs, la synthèse de PIP2 par PIP5K peut 
être directement stimulée par le PA qui est un second messager produit par la PLD [163, 164]. 
La stimulation réciproque entre PLD et PIP5K permet une boucle de production de PA et de 
PIP2. (Fig.13) Les activités de la PLD et PIP5K sont sous le contrôle de GTPases de la 
famille Rho et Arf, qui sont des régulateurs bien définis du transport membranaire et de 
l’organisation de l’actine.  PLD1 et PLD2 ont un domaine PH qui peut servir à lier le PIP2 et 
à ancrer la PLD sur les compartiments membranaires in vivo [165]. Quelques protéines sont 
capables d’induire une diminution de l'activité de la PLD comme le synaptojanin [162], la 
fodrine [166] et la protéine d'assemblage de la clathrine 3 (AP3) [167]. Synaptojanin et 
fodrine ne sont pas des inhibiteurs directs de la PLD. Le premier est une phosphatidylinositol 
5-phosphatase qui inhibe l'activité de la PLD en hydrolysant le PIP2, tandis que le deuxième 
réduit le niveau d’expression de PIP2 [161]. En revanche, l'effet inhibiteur de l’AP3 est le 
résultat de sa liaison avec la PLD [167]. Enfin, la PLD2, qui dépend également de PIP2  
montre une forte activité basale qui est inhibée par un facteur protéique stable nommé 
synucléine [168].  
 
II.5. Fonctions cellulaires des phospholipases D  
   II.5.1. Endocytose et exocytose  
L'utilisation d’alcools primaires pour bloquer la formation de PA par la PLD a abouti à la 
première observation de l’implication de la PLD dans l’exocytose. Une augmentation 
significative de phosphatidyléthanol (PEt) a été observée dans les cellules HL60 traitées avec 
de l'éthanol au cours de la sécrétion des granules [169]. L’ajout de 1 % de n-butanol est 
suffisant pour réduire la libération de vésicules sécrétoires à partir de l’appareil de Golgi 
[170]. La surexpression de la PLD1, et non de la PLD2, dans les cellules neuroendocriniennes 
favorise l’exocytose [171]. L'utilisation de n-butanol, des mutations qui inhibent l’activité 
catalytique de la PLD et l’utilisation d’ARN interférent ont permis de mettre en évidence 
l’action de la PLD au cours de l’endocytose. La PLD participe à l’internalisation de plusieurs 
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récepteurs comme le récepteur à l’angiotensine II et le récepteur métabotropique du glutamate 
de type I (mGluR1) [102, 172]. L'activité de la PLD est nécessaire pour l’internalisation du 
récepteur de l’EGF stimulé par des agonistes. L’utilisation de n-butanol diminue cet effet, par 
contre la surexpression de la PLD1 ou la PLD2 augmente l'internalisation tandis que la 
surexpression de la PLD1 ou la PLD2 catalytiquement inactive diminue cet effet [173]. Par 
ailleurs, la PLD1 est impliquée dans l’autophagie [174].  
 
   II.5.2. Remaniement des cytosquelettes d’actine 
L'adhésion cellulaire, la diffusion et la migration sont des processus qui régulent le 
développement embryonnaire, l'inflammation et les métastases [175, 176]. Le PA a été 
démontré comme une molécule de signalisation importante qui règle les changements 
dynamiques dans le cytosquelette d’actine et myosine qui sont essentiels pour les phénomènes 
cités plus haut. Pendant le processus de l'adhérence, la forme de la cellule change 
considérablement de celle d'une sphère en suspension à celle adhérente, allongée et plate 
[177]. Le cytosquelette d'actine-myosine prédétermine les contraintes structurales au cours de 
la transition entre les deux formes. En outre, le cytosquelette d'actine entraîne la diffusion des 
cellules et le mouvement cellulaire [177]. L’action de la PLD dans le réarrangement du 
cytosquelette de l’actine a été mise en évidence par l’ajout de la PLD de Streptomyces 
chromofocus dans les fibroblastes de hamster IIC9 [178]. Le traitement des fibroblastes de 
hamster IIC9, des cellules endothéliales aortiques du porc et des cellules épithéliales des voies 
aériennes humaines avec des concentrations physiologiques de l’acide lysophosphatidique 
(LPA) ont favorisé la formation de fibres de stress d'actine [79, 179-181]. L’arginine 
Vasopresine (AVP), activateur de la PLD et inducteur de la différenciation myogénique, 
stimule le remodelage du cytosquelette d'actine favorisant la formation des fibres de stress 
dans les myoblastes squelettiques L6 de rat [182]. La formation des fibres de stress dépend de 
la protéine Rho [183]. L’agoniste activant la protéine Rho induit l'activation de la PLD1 et la 
formation des fibres de stress [79, 182]. En revanche, l'augmentation induite de LPA par la 
PLD est nécessaire pour l'activation de la protéine Rho et la formation de fibres de stress 
[179]. Cependant, il n'est pas clair si la PLD1 ou la PLD2 est stimulée et si la PLD1 agit en 
amont ou en aval de l'activation de la protéine Rho. Néanmoins, des mutants de RhoA ne 
peuvent pas se lier à la PLD1 ni l’activer et sont incapables de promouvoir la formation de 
fibres de stress [184].  
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   II.5.3. Différenciation cellulaire 
La PLD agit sur la différenciation de divers types de cellules mais les mécanismes restent  
encore mal connus [185-191]. Le traitement des cellules leucémiques promyélotiques 
humaines HL-60 par du DMSO 1.25% favorise leur différenciation en granulocytes marquée 
par l’expression de CD16b. Cette différenciation est accompagnée d’une augmentation de 
l’expression de l’ARNm codant pour la PLD2 ainsi qu’une diminution de l’expression de 
mTOR et S6K [192]. Cette expression génomique est corrélée avec l’expression protéique et 
l’activité de la PLD [185]. Les cellules HL60 non différenciées et transfectées par PLD2 
nécessitent trois jours pour exprimer le marqueur de différenciation CD16b, tandis qu’en 
présence de DMSO, il apparait au bout de quatre jours. La PLD2 réduit le temps nécessaire 
pour la différenciation de ces cellules [192]. De plus, non seulement l’expression de la PLD2 
mais également celle de PLD1 sont affectées au cours de la différentiation cellulaire. Une 
surexpression de la PLD1 au cours de la différenciation des cellules neuronales a été observée 
[193]. En outre, l’activation de la PLD par PMA via PKC, ou par l’AVP via l’activation d’un 
récepteur couplé aux protéines G (V1aR), favorise la différenciation des myoblastes L6 [82]. 
D’autre part, la différenciation des cellules MG-63 cultivées sur des surfaces rugueuses de 
titane est augmentée, impliquant spécifiquement la PLD1 [194].  
 
   II.5.4. Prolifération cellulaire et apoptose  
L’expression accrue de la PLD et de son activité enzymatique ont été observées dans 
plusieurs types de cancers humains, y compris ceux du sein, du rein, cerveau et colorectal 
[195-198]. Une grande variété de facteurs extracellulaires comme le PDGF, le FGF et l’EGF 
stimulant la prolifération cellulaire est capable d'augmenter de manière significative l'activité 
de la PLD dans différentes lignées cellulaires [199-201]. La sérotonine (5-HT) en se fixant sur 
son récepteur induit une activation de la PLD dans les CMLs de l’artère pulmonaire. Suite à 
cette activation, la PLD par son produit PA induit la prolifération de ces cellules [202]. 
La surexpression de la PLD est capable de promouvoir la croissance et la prolifération 
cellulaire [203, 204]. Inversement, la diminution de l'activité de la PLD par des approches 
génétiques ou biochimiques peut augmenter l’apoptose des cellules cancéreuses, montrant que 
l’action de la PLD favorise la prolifération cellulaire [204, 205]. En effet, l’ajout d'un 
inhibiteur spécifique de la PLD2, VU0364739, diminue la prolifération des cellules MDA-
MB-231 et induit une augmentation de l'activité des caspases 3/7  indiquant que cet inhibiteur 
provoque une diminution de la prolifération cellulaire en induisant l’apoptose [206]. Dans de 
nombreux modèles cellulaires, l’inhibition de la PLD par des alcools primaires provoque 
l’arrêt de la prolifération. L’inhibition de la PLD par ARNi spécifique diminue la quantité de 
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p70S6K phosphorylée dans les cellules mélanome B16 [207]. Au niveau moléculaire, la PLD 
intervient dans des voies de signalisation oncogénique impliquant MMPs, p53, la cible 
mammalienne de la rapamycine (mTOR) et Ras [208-213]. La PLD facilite également 
l'activation de la cascade de la protéine kinase (MAPK) [205]. La voie des MAP Kinases est 
connue pour être impliquée dans les voies de signalisation mitogénique ce qui pourrait 
expliquer en partie les effets de la PLD. 
Le traitement des cellules avec le PA supprime l’expression de p53 [214] ou stabilise le 
complexe mdm2/p53 (mdm2 est une E3 ubiquitine ligase qui en s’associant à p53 aboutit à sa 
dégradation) [210]. La PLD régule l'activité de mTOR qui est une sérine/thréonine kinase 
appartenant à la famille de PI3K et qui agit comme un régulateur de la croissance et de la 
division cellulaire [215]. La capacité de la PI3K à moduler l'activité de mTOR est bien établie 
[216].  
 
   II.5.5. Trafic vésiculaire 
Le trafic vésiculaire comprend trois étapes: le bourgeonnement à partir du compartiment 
donneur, le transport et la fusion de la vésicule avec le compartiment accepteur. La mise en 
évidence de l’action de la PLD dans le trafic vésiculaire s'est fortement appuyée sur l’ajout 
d’alcools primaires pour bloquer la formation de PA par la PLD, et plus récemment, sur 
l’utilisation des inhibiteurs de la PLD. Les isoformes PLD1 et PLD2 des mammifères se 
localisent différemment aux membranes cellulaires pour induire directement et indirectement 
des changements dans la courbure de la membrane facilitant l'endocytose/exocytose [101]. 
Les diverses formes d’ARF sont impliquées dans de nombreuses voies de transport 
vésiculaire, couvrant toutes les routes cellulaires depuis la membrane nucléaire jusqu’à la 
membrane plasmique : La PLD1 stimulée par ARF1 a été retrouvée sur la membrane de 
l’appareil de Golgi [76], tandis que celle stimulée par Arf6 a été retrouvée sur  la membrane 
plasmique [217]. 
La stimulation de la PLD provoque une redistribution des phospholipides membranaires avec 
un remplacement de la PC par du PA qui est un lipide fusogène.  L’accumulation du PA, 
plutôt que DAG, induit une courbure de la membrane et facilite l’attachement des vésicules. 
Arf et PA déclenchent également le recrutement de complexes protéiques constituant le 
manteau vésiculaire, incluant au niveau de l’appareil de golgi, le complexe COPI qui 
comprend 6 polypeptides nommés coatamères  [218, 219]. Le PA active la PIP5K, qui génère 
le PIP2 et induit la translocation de protéines d’enveloppe et des protéines impliquées dans 
l’attachement des vésicules, y compris la dynamine (une GTPase impliquée dans l'endocytose 
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et la scission de la membrane) et l’AP180 (une protéine d'assemblage de la clathrine). AP180 
inhibe directement l’activité de la PLD [167, 220]. La PLD interagit directement avec la 
dynamine d'une manière GTP-dépendante. Il a été suggéré que le domaine PX de la PLD2 
pourrait servir de domaine de liaison à la dynamine [221].  
 
 
Figure 13 : Modes de régulation de la PLD1 et les fonctions cellulaires associées [222]. 













































Dina ABDALLAH, Université Lyon1 et Université Libanaise Page  57 
 
III.1. Généralités 
Les prostanoïdes sont des eicosanoïdes synthétisés par le cyclooxygénase (COX). Les 
prostaglandines, les prostacyclines et les thromboxanes en font partie. Les prostaglandines 
(PGs) et les thromboxanes sont des métabolites dérivés des acides gras insaturés, tels que 
l’AA*, sous l’action des COX-1 et COX-2 et les PG synthases [223]. Ces molécules sont 
synthétisées à la suite de la réponse cellulaire aux différents types de stimulation. Parmi  les 
prostaglandines, la PG de type E, en particulier la PGE2, qui est un dérivé de l'AA*, est 
présente d’une manière ubiquitaire dans les espèces animales et induit des actions 
polyvalentes. La PGE2 dérive principalement de la voie du métabolisme contrôlée par COX-2 
[224, 225]. La PGE2 est un facteur biologiquement actif régulant divers aspects de la réponse 
inflammatoire et de fonctions au sein des cellules du système immunitaire. Les 
prostaglandines, en particulier la PGE2, modulent la réponse inflammatoire, la réparation et la 
régénération osseuse, la vasodilatation et la prolifération. En outre, le TGFβ en induisant la 
production locale de la PGE2 est impliqué dans la prolifération des ostéoblastes de la souris 
[226]. 
 
III.2. Biosynthèse de la PGE2 et sa dégradation  
La PGE2 peut être produite par tous les types cellulaires du corps : les épithéliums, les 
fibroblastes et les cellules inflammatoires infiltrantes représentant la principale source de la 
PGE2 dans le cadre d’une réponse immunitaire. Le processus de synthèse de la PGE2 débute 
par une activité enzymatique de la phospholipase A2 qui libère l’AA* [227], puis les COX-1 
et COX-2 convertissent l’AA* en PGs de type H2 et de type G2 (PGH2 et PGG2), et les PG 
synthases catalysent la formation de la PGE2 [228]. (Fig.14) 
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Figure 14 : Biosynthèse de la PGE2. L’AA*, libéré par la phospholipase A2 à partir des 
lipides membranaires, est converti en  PGG2 et PGH2  par les COX- 1 et COX- 2. Les PG 
synthases produisent, à partir des PGG2 et PGH2, les prostaglandines PGE2, PGD2, PGF2, 
la prostacycline (PGI2) et la thromboxane (TxA2). Une fois synthétisée, la PGE2 diffuse 
immédiatement et active ses récepteurs spécifiques : EP1, EP2, EP3 et EP4, qui 
appartiennent à la famille des récepteurs couplés aux protéines G. Les récepteurs contiennent 
sept domaines transmembranaires. EP2 et EP4 sont couplés à la protéine Gs, EP3 est couplé 
à la protéine Gi et EP1 est couplé à la protéine Gq [238]. 
 
 Les deux isoformes de la COX catalysent les mêmes réactions, mais la COX- 1 est exprimée 
de manière constitutive tandis que la COX- 2 est induite de façon transitoire régulée par des 
cytokines et des facteurs de croissance. Le taux de synthèse de la PGE2 et le processus 
inflammatoire qui en résulte peuvent être affectés par la disponibilité locale de l’AA*. Selon 
les conditions physiologiques, le taux de synthèse de la PGE2 est contrôlé par l'expression et 
l'activité de la COX-2. La PGE2 est éliminée rapidement des tissus et de la circulation [229]. 
La vitesse de dégradation de la PGE2 dans les tissus individuels est contrôlée par l’activité de 
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la 15-hydroxy prostaglandine déshydrogénase  (15-PGDH) [230]. La suppression de l'activité 
de 15-PGDH est observée dans de nombreuses formes de cancer [231-235] ou également dans 
la peau irradiée aux UV [236]. Les cellules cancéreuses apoptotiques peuvent moduler la 
production des prostanoïdes en augmentant l'expression de la COX-2 des macrophages et 
ceux des PGE synthases -1 microsomales, tout en inhibant la 15-PGDH [237].  
 
III.3. Le mode d’action de la PGE2 
Les effets hétérogènes de la PGE2 s’expliquent par l'existence de quatre récepteurs différents 
qui sont désignés par EP1, EP2, EP3 et EP4. (Fig.14) La diversité fonctionnelle résulte aussi 
de multiples variantes d'épissage du récepteur EP3 qui existent sous, au moins, huit formes 
chez les humains et trois formes chez les souris [239, 240]. L'identification moléculaire de ces 
récepteurs a été réalisée par le clonage de leur ADNc qui a révélé que ces récepteurs sont des 
récepteurs couplés aux protéines G (RCPG) [241]. Des analyses ultérieures ont montré que les 
différents types de récepteurs ont des propriétés biochimiques et des localisations tissulaires et 
cellulaires distinctes. 
 
   III.3.1. La structure des récepteurs  
Les séquences des acides aminés des récepteurs chez la souris montrent que les récepteurs 
EP1, EP2, EP3 et EP4 se composent de 405, 362, 366, et 513 acides aminés respectivement. 
EP4 possède une longue extrémité C-terminale intracellulaire et une troisième boucle 
intracellulaire relativement longue. Le récepteur EP1 a également une troisième boucle 
longue, alors que les récepteurs EP2 et EP3 ont une structure plus compacte. Une 
caractéristique du récepteur EP3 le distinguant des autres récepteurs EPs, est l'existence de 
multiples variantes générées par l’épissage alternatif de l’extrémité C-terminale. Chez la 
souris, l'épissage alternatif aboutit à la formation de trois isoformes contenant une extrémité 
C-terminale longue de 30, 26  ou 29 acides aminés [242, 243]. Ces isoformes ont des 
propriétés de liaisons similaires avec le ligand, mais qui conduisent à des voies de 
signalisations différentes. Ces isoformes d'épissages multiples existent également chez 
d'autres espèces, y compris le rat, le lapin, le boeuf, et l’humain [244]. L’alignement entre les 
différents récepteurs de la PGE2 montre une homologie faible de 28 à 30% [244].  
 
   III.3.2. Localisation tissulaire et cellulaire des récepteurs EPs  
Des analyses par Northern blot et par hybridation in situ ont montré que chaque récepteur est 
spécifiquement distribué dans le corps et que leur niveau d'expression est variable dans les 
tissus. Parmi les quatre EPs, les récepteurs EP3 et EP4 sont largement distribués dans presque 
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tous les tissus des souris examinées. En revanche, la distribution du récepteur EP1 est limitée 
à plusieurs organes, comme le rein, le poumon et l’estomac, mais EP2 est le moins abondant 
des récepteurs EPs. Dans les tissus, chaque récepteur EP a une localisation cellulaire distincte. 
Par exemple, dans le rein, EP3 est exprimé dans l'épithélium tubulaire, la branche ascendante 
épaisse et les conduits du collecteur cortical dans la médullaire externe. Par contre, EP1 est 
localisé dans les conduits papillaires alors qu’EP4 est situé dans le glomérule [245]. Cette 
distribution distincte des EPs semble être corrélée avec la quantité de PGE2 induite par le 
transport d’ions, la réabsorption de l'eau et la filtration glomérulaire. Une distribution 
similaire de ces EPs dans le rein a été identifiée chez les lapins et les humains [246, 247]. Par 
contre, ces analyses n'ont pas détecté une expression d’ARNm codant pour  EP2 dans le rein. 
 
   III.3.3. Voies de signalisation des récepteurs EPs  
Les récepteurs EP3 et EP4 ont une haute affinité pour la PGE2, tandis que les récepteurs EP1 
et EP2 nécessitent des concentrations significativement plus élevées de la PGE2 pour une 
réponse efficace. La signalisation induite par les récepteurs EP2 et EP4 couplés à la protéine 
Gs se fait  par la voie AMPc / PKA / CREB (Protéine de liaison en réponse de l'AMPc 




Figure15 : Voies de signalisation des différents récepteurs de la PGE2. EP1 est couplé à la 
protéine Gq et induit la mobilisation intracellulaire de calcium. EP2 et EP4 sont couplés à la 
protéine Gs et active la voie AMPc/PKA. Ils sont également couplés au récepteur β-Arr 
activant la voie de PI3K. Le récepteur EP3 est couplé essentiellement à la protéine Gi, mais 
dans certains types de cellules, EP3 est couplé à la protéine Gq et induit la mobilisation de 
calcium.  
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En dépit de leurs fonctions similaires, la voie de signalisation des récepteurs EP2 et EP4 est 
déclenchée par différents seuils de concentrations de la PGE2 et selon une durée différente. 
La réponse produite par le récepteur EP4 est rapidement désensibilisée suivant son interaction 
avec la PGE2. La réponse générée par le récepteur EP2 est résistante à la désensibilisation 
induite par le ligand, soulignant sa capacité à maintenir l’action de la PGE2 sur une période 
prolongée et à des instants ultérieurs de l'inflammation [251]. Il a été montré que les deux 
récepteurs EP2 et EP4 sont également couplés à la β-arrestine (βArr) activant la PI3K. 
(Fig.15) La stimulation des récepteurs EP2 et EP4 par des agonistes spécifiques induit 
l’expression de RANKL produite par les ostéoblastes. Ce dernier est essentiel à la résorption 
osseuse via la régulation de l’ostéoclastogénèse en se liant au récepteur RANK situé sur les 
précurseurs des ostéoclastes et les ostéoclastes matures [252, 253]. Contrairement aux 
récepteurs EP2 et EP4, EP1 et EP3 ne sont pas couplés à la protéine Gs. (Fig.15) La voie de 
signalisation activée par EP3, est l’inhibition de l’adénylate cyclase via la protéine Gi, 
résultant en une diminution de production d’AMPc et une activation de la voie MAP Kinase. 
Cette voie de signalisation n’est pas univoque, puisque l’une des isoformes du récepteur EP3, 
le récepteur EP3γ peut se coupler à une protéine Gs ou Gq à la différence des isoformes EP3α 
et β [254]. L’activation de la protéine Gq par le couple PGE2/EP1 provoque une 
augmentation intracellulaire de Ca2+ [255] via la voie phospholipase C (PLC)-inositol 
triphosphate (IP3), bien qu’il ait été suggéré que cette augmentation de Ca2+ puisse être 
indépendante de la voie de la PLC [256] et qu’EP1 pourrait réguler les canaux calciques. 
(Fig.15) Le récepteur EP1 exprimé dans des ovocytes de Xenopus peut être couplé à TRP5 
(un récepteur transitoire potentiel) qui est un facteur activant les canaux calciques.  
 
III.4. La PGE2 et son action dans la formation et la résorption osseuse. 
La fixation de la PGE2 sur ses récepteurs conduit à des actions diverses sur les différents 
organes et tissus. L’action de la PGE2 sur les récepteurs EPs affecte la résorption osseuse via 
la voie de l’AMPc et l’expression de RANKL qui sont induites essentiellement par EP4 et 
partiellement par EP2 dans les ostéoblastes primaires des souris [257]. La même équipe a 
montré que la résorption osseuse est affaiblie dans des souris n’exprimant plus le récepteur 
EP4. Des travaux plus récents ont montré que les récepteurs EP2 et EP4 jouent un rôle 
important dans la régulation de la formation osseuse et la résorption osseuse. Des essais 
précliniques ont établi qu’un agoniste sélectif du récepteur EP2 augmente la formation 
osseuse locale et améliore la guérison des fractures des os et le remodelage de l’os [258]. Les 
agonistes du récepteur EP4 stimulent la formation de l'os sur la surface périostique, 
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endocorticale et trabéculaire. Ces agonistes ont empêché la perte de l'os spongieux et cortical 
et ont restauré la masse osseuse dans des modèles de rats ovariectomies. En outre, les 
agonistes du récepteur EP4 ont également accéléré la réparation osseuse lors de leur 
administration systémique et locale [258]. Par contre, le récepteur EP4 freine la minéralisation 
des cémentoblastes via la voie de MMP-13 [259]. L’action de l’agoniste du récepteur EP2 
favorise la différenciation des ostéoblastes primaires et des cellules souches 
mésenchymateuses des souris [260]. Tadashi et al, ont prouvé qu’un agoniste sélectif pour le 
récepteur EP4 augmente la formation osseuse en stimulant la différenciation des cellules 
souches mésenchymateuses en ostéoblastes. Cette différenciation a été détectée par 
l’augmentation des facteurs de transcription  Runx2 et Ostérix sans effet majeur sur les 
ostéoclastes de rats [261]. Le traitement par des ultrasons a un effet positif sur la 
minéralisation des cémentoblastes en activant la voie EP2/EP4 [262]. En outre, un antagoniste 
sélectif du récepteur EP1 inhibe l’ostéoclastogenèse dépendante de RANKL [263]. Ce résultat 
est en accord avec le fait que le récepteur EP1 est un régulateur négatif de la réparation 
osseuse [264]. Par contre, les activateurs des récepteurs EP1 et EP3 augmentent la 
minéralisation des cémentoblastes en activant la voie dépendante de PKC [265]. Enfin, le rôle 
précis de chaque récepteur dans la régulation de ces processus dépend du type cellulaire et son 
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Notre stratégie de recherche est basée sur la similitude des mécanismes de minéralisation 
selon les conditions physiologiques et pathologiques. Selon les conditions pathologiques, les 
cellules qui ne devraient pas minéraliser, comme les cellules musculaires lisses (CMLs) dans 
le cas de l’insuffisance rénale chronique, empruntent des propriétés similaires aux 
ostéoblastes et chondrocytes à l’état hypertrophié. En effet, elles ont une forte activité de 
TNAP et peuvent secréter du collagène et des VMs facilitant la formation d’HA initiant la 
calcification vasculaire.  
Le métabolisme lipidique, à cause de son apport énergétique et de son influence sur la 
signalisation intracellulaire, doit moduler la minéralisation induite par les cellules osseuses 
suggérant l’implication des phospholipases et des prostaglandines dans ce processus. Parmi 
les phospholipases, la PLD est une enzyme qui hydrolyse la phosphatidylcholine, libérant 
l’acide phosphatidique (PA) qui est un second messager impliqué dans de nombreux 
processus cellulaires. Notre laboratoire a détecté une activité de la phospholipase D dans les 
VMs qui pourrait agir pendant l’étape initiale de la minéralisation de la MEC. Dans la 
littérature, il a été décrit que la PLD peut réguler l’expression de la cyclooxygénase-2 (Cox-2) 
et donc la production de prostaglandines [266].  
De plus, la calcification ectopique peut résulter d’une réaction inflammatoire initiée par une 
augmentation de l’activité de Cox-2 engendrant une production des PGs pouvant se fixer sur 
les quatre sous types de récepteurs EP1, EP2, EP3 et EP4.  
Afin de définir plus précisément les effets du métabolisme lipidique sur la maturation et sur la 
différenciation des cellules en cellules capables de minéraliser, nous avons sélectionné deux  
objectifs pour ma thèse : 
 1) Déterminer les actions des différentes isoformes de la phospholipases D (PLD1, PLD2) et 
leurs niveaux d’expressions au cours de la minéralisation des ostéoblastes primaires et des 
lignées Saos-2. Des expériences similaires seront effectuées sur des CMLs et les aortes de rat 
qui peuvent initier des calcifications cardiovasculaires (CCV).  
2) Déterminer les actions des récepteurs de la PGE2 et leurs niveaux d’expressions lors de la 
minéralisation physiologique et pathologique. Pour répondre à ces objectifs, nous avons 
choisi trois modèles cellulaires : les cellules Saos-2 et les ostéoblastes primaires 
(minéralisation selon les conditions physiologiques) et les CMLs et l’aorte du rat 
(minéralisation selon les conditions pathologiques).  
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IV.1. Matériels et produits :  
Les cellules Saos-2 proviennent du Laboratoire ATCC. Les souris (Swiss Webster) ainsi que 
les  rats (Rattus Norvegicus, Wistar) proviennent de « Janvier Labs ». Les produits suivants 
ont été commandés chez PAA soit le milieu de culture McCoy’s 5A, l’HEPES, la solution 
tampon de phosphate (PBS), le sérum de fœtus de veau (SVF) ainsi que la glutamine et la 
trypsine. Les produits suivants ont été achetés chez Sigma soit le milieu de 
culture  Dulbecco’s Modified Eagle’s Medium (DMEM 4.5g.L-1), les amorces pour hPLD1, 
hPLD2, hGAPDH, l’ostéopontine (OPN, rat), la phosphoprotéine ribosomale de la grande 
sous-unité P0 (RPLP0) (rat), ostéocalcine (OCN, souris), le GAPDH (souris); le nonidet P40, 
le chlorure de Cétylpyridinium (CPC), le GTPγS, le tween20, l’acide ascorbique (AA) et le β-
glycérophosphate (β-GP), le chlorure de sodium (NaCl), l’urée, chloroforme, l’isopropanole 
et le 4.5-diamidino-2-phenylindole (DAPI). Les produits suivants commandés chez Fluka 
sont l’alizarine rouge S (AR-S), le chlorure de magnésium (MgCl2) et le triton 100x. Les 
produits suivants commandés chez Invitrogen sont l’essai amplex rouge, la transcriptase 
inverse, Dithiothréitol (DTT) et le lipofectamine (LTX). La libérase, les hexamères et le kit de 
QPCR ont été commandés chez Roche. Les autres produits ont été commandés chez d’autres 
fournisseurs comme indiqués entre parenthèse :  l’anti-hPLD1 pour western Blot (ABNOVA), 
l’anti-hPLD2 (Dr. S. Bourgoin, Laval University, Canada), l’anti-hPLD1 pour 
immunoprécipitation (Cell Signaling Technology), l’anti-tubuline (Santa Cruz 
Technologies), le CAY10593 (Cayman Chemicals), l’halopemide (Cayman Chemicals), le 
déoxynucléoside triphosphate (dNTP) (Biofidal), le kit BCA ( Thermo scientific), la glycine 
(Carl Roth GmbH), le kit ECL (Amersham), la phalloïdine (Life Science), le phosphate de 
sodium dibasique Na2HPO4 (MERCK), le P-nitrophényl phosphate pNPP (Lancaster 
Synthesis), le sulfate dodécyl de sodium SDS (Calbiochem), le tris (MP Biomedical) et le 
trizol (Life Technology). Les instruments utilisés proviennent des fournisseurs comme 
indiqués entre parenthèses, soit le thermocycleur (PERKIN ELMER), le lecteur de plaque 
(tecan infinite 200) et le NanoDrop (Thermoscientific). 
 
IV.2. Culture cellulaire 
   IV.2.1. Lignées cellulaires Saos-2 
La lignée cellulaire d’origine humaine provient d’un ostéosarcome. Ces cellules ont une 
morphologie épithéliale. Elles ont la propriété d’être adhérente et de minéraliser la MEC, 
après différenciation. Nous les avons cultivées dans un milieu McCoy’s contenant 100 U.mL-1 
de pénicilline, 100μg.ml-1 streptomycine, auquel nous avons ajouté 15% de SVF  (v : v) et 
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dans une atmosphère humide contenant 5% (v : v) de CO2 et 95% (v : v) d’air à 37°C dans  
l’incubateur. 
 
   IV.2.2. Ostéoblastes primaires 
Nous avons récupéré les ostéoblastes primaires à partir de calvaria de souris (souche Swiss) 
âgés de 5-7 jours. Après décapitation, nous avons réalisé une incision sur le sommet du crâne 
afin de dégager la voûte crânienne et de la prélever. Nous avons ensuite subi différentes 
digestions enzymatiques séquentielles à 37°C sous légère agitation pour les calvaria : La 
première digestion a été réalisée en présence de trypsine-EDTA 0.5g.L-1 pendant 20 minutes à 
37°C. Le surnageant contenant les impuretés a été jeté. Les os sont lavés deux fois avec du 
PBS stérile. Une deuxième digestion en présence de libérase 0.8 U.mL-1 dans du milieu sans 
SVF a été effectuée pendant 20 minutes. Le surnageant a été  filtré à l’aide de filtres 100μm 
sous la hôte puis centrifugé à 400 g pendant 8 minutes. Le culot, contenant les cellules est 
suspendu dans un milieu DMEM avec 15% SVF (v : v). Les os restant sont encore digérés par 
la libérase de même activité pendant 45 minutes à 37°C en agitation. Comme décrit plus haut, 
le surnageant a été filtré, centrifugé puis le culot est suspendu dans un milieu DMEM 
contenant 15% SVF. Le restant des os est lavé par un milieu sans SVF, pendant 30 minutes à 
37°C sous agitation. Le surnageant est récupéré et traité selon les mêmes étapes. Toutes les 
cellules récupérées lors de ces étapes de digestion successives sont rassemblées dans un tube 
et comptées sur une cellule de Malassez. Nous avons obtenu approximativement 4 à 8 
millions cellules à partir de 12 calvaria de souriceaux. Nous les avons ensemencées dans 
500μl de milieu DMEM 15% SVF (v : v), à une densité de 100,000 cellules par puit sur une 
plaque de 12 puits. Après une journée d’incubation, nous avons lavé les cellules trois fois 
avec de PBS et les incubées dans un nouveau milieu de culture DMEM 15% SVF (v : v). 
Après trois jours de culture, nous avons ajouté 50μg.mL-1 d’AA dans le milieu de DMEM 
10% SVF (v : v). Les cellules sont incubées dans ce milieu jusqu’au jour dix. Au jour dix, 
nous avons rajouté 7.5mM de β-GP dans le milieu de culture contenant l’AA jusqu’au jour 
quinze. A ce stade, les cellules sont capables de minéraliser leur matrice et sont prêtes pour 
des analyses biochimiques.  
 
   IV.2.3. Cellules musculaires lisses primaires 
Extraction des cellules musculaires lisses (CMLs) primaires de l’aorte du rat  
Les rats de la variété Sprague Dawley sont tués dans une chambre à CO2 ou décapités. Après 
l’extraction de l’aorte, nous avons enlevé les tissus connectifs et les couches de graisse. 
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Ensuite, nous l’avons coupée longitudinalement afin d’ôter l’endothélium. L’aorte est digérée 
dans une solution de collagénase A (à une dilution 1/20 dans un milieu de culture sans sérum) 
pendant une heure à 37°C sous agitation puis l’adventice (la couche la plus externe de l’aorte) 
est enlevé. Ensuite, nous avons coupé l’aorte en  petits bouts, ces derniers sont maintenus 
dans un milieu DMEM (4.5 g.L-1 de glucose), 10% (v: v) SVF, 200mM Gln pendant deux 
semaines afin de libérer toutes les CMLs et ensuite éliminer les bouts de l’aorte. 
  
   IV.2.4. Modèle ex-vivo : L’aorte 
Les rats utilisés âgés de 42 jours sont les mêmes que ceux utilisés pour l’extraction des CMLs 
primaires. Nous avons récupéré l’aorte entière (aorte ascendante, crosse aortique, aorte 
descendante) en éliminant les tissus adipeux et connectifs. Nous l’avons infusée deux à trois 
fois par du PBS pour éliminer le sang. Nous avons éliminé l’adventice et l’aorte est ensuite 
utilisée pour la culture. Pour induire la calcification, nous l’avons traitée par 5mM de 
phosphate inorganique pendant 6 jours. 
 
IV.3. Passage des cellules (Saos-2 et CMLs) 
L’ajout d’une solution contenant 0.25% de trypsine et de 0.03% de l’acide tétraacétique 
diamine éthylène (EDTA) dans le milieu de culture à 37°C permet de détacher les cellules. 
Une observation au microscope permet de vérifier que les cellules se sont bien décollées. 
Nous avons pu alors récupérer les cellules et nous avons effectué une centrifugation à 125g à 
la température ambiante pendant 7 minutes. Nous avons repris le culot cellulaire dans du 
milieu complet et ensemencé les cellules dans des flacons de culture.  
 
IV.4. Différenciation des cellules 
Le milieu de différenciation que nous avons utilisé pour les Saos-2 et les ostéoblastes 
primaires est composé de 50μg.ml-1 d’AA et 7.5mM de β-GP. Alors que celui pour les CMLs 
du rat, il est composé de 50μg.ml-1 de l’AA et 5mM de Pi. Nous avons traité et laissé les 
cellules en culture pendant le temps nécessaire comme indiqué dans chaque expérience. 
 
IV.5. Traitements 
   IV.5.1. Inhibiteurs des PLDs  
     IV.5.1.1. Halopemide  
L’halopemide (C21H22ClFN4O2): N-[2-[4-(5-chloro-2,3-dihydro-2-oxo-1H-benzimidazol-1-
yl)-1-piperidinyl]-ethyl]-4-fluoro-benzamide, est un inhibiteur potentiel commun pour les 
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deux isoformes de PLD humain in vitro : PLD1 (IC50=220nM) et PLD2 (IC50=310nM). IC50 




Figure 16 : Structure chimique de l’halopemide 
 
     IV.5.1.2. CAY10593  
CAY10593 (C26H27ClN4O2) : N-[2-[4-(5-chloro-2,3-dihydro-2-oxo-1H-benzimidazol-1-yl)- 
1-piperidinyl]-1-methylethyl]-2-naphthalenecarboxamide, est un inhibiteur puissant et sélectif 
de la PLD1, à la fois in vitro (IC50 = 46 nM) et dans les cellules (IC50 = 11 nM). Il est 
également efficace en tant qu'inhibiteur de la PLD2 à des concentrations plus élevées (IC50 = 
933 nM in vitro; 1800 nM dans les cellules [267].  (Fig.17) 
 
 
Figure 17 : Structure chimique de CAY10593 
 
   IV.5.2. Activateur de protéines G: Guanosine triphosphate gamma S (GTPγS)  
GTPγS (C10H16N5O13P3S) est couramment utilisé pour activer de façon stable les protéines G. 
Il est connu comme perméable aux cellules, non toxique et non hydrolysable. Dans le GTPγS, 
l'atome de soufre remplace l'oxygène lié au groupe phosphate à la position γ. (Fig.18)  
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Figure 18 : Structure chimique de GTPγS 
 
 La durée de l’activation d’une protéine G est contrôlée par la sous unité alpha. La sous unité 
α a une activité GTPase intrinsèque qui hydrolyse le GTP. Lorsque le GTP est hydrolysé en 
GDP la sous unité α se réassocie aux sous unités β et γ. L’utilisation du GTPγS permet de 
conserver la protéine G sous sa forme active car le GTPγS reste fixé à la sous unité α et donc 
l’empêche de se réassocier aux sous unités β et γ. 
 
IV.6. Marquage par l’alizarine rouge 
L’Alizarine rouge (AR-S) colore en rouge les dépôts calciques mettant en évidence la 
minéralisation. Les cellules en culture sont rincées avec du PBS sans calcium ni magnésium à 
un pH =7. Nous avons incubé les cellules pendant 30 minutes à la température ambiante avec 
0,5% (m: v) d’AR-S diluée dans l’eau (g : ml), puis nous les avons lavées quatre fois avec de 
l’eau déminéralisée. Nous les avons observées ensuite en microscopie en contraste de phase 
pour effectuer une comparaison visuelle des échantillons. Ensuite, nous les avons incubées 
dans une solution de chlorure de cétylpyridinium (CPC) 3.6% (m : v) diluée dans l’eau 
pendant 2h pour les cellules Saos-2 ou pendant toute la nuit pour les ostéoblastes primaires à 
la température ambiante. L’absorbance s’est mesuré à 562nm. Nous avons effectué une 
gamme étalon avec des quantités définies d’AR-S dans la solution 3.6% (m : v) CPC pour 
évaluer la quantité d’AR-S qui s’est fixée. Nous avons fixé les aortes pendant 24-30 heures 
dans l’éthanol 95% (v : v) puis coloré avec l’AR-S 0.003% (m : v) préparé dans la solution 
aqueuse KOH 1% (m : v). Nous avons, ensuite, lavé les aortes avec une solution aqueuse de 
KOH 2% trois fois puis nous les avons photographiées.  
 
IV.7. Dosage de l’activité de phosphatase alcaline tissue non spécifique TNAP 
Cette méthode utilise du 4-nitrophénylphosphate (4-NPP) comme substrat. La TNAP présente 
dans l’échantillon catalyse la réaction d’hydrolyse du 4-NPP incolore soit en absence ou en 
présence d’un alcool de 2-amino 2-méthyl-1-propanol (AMPol). 
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                                             TNAP 
4 – NPP + Alcool ou Eau                    4-NPOH (4-nitrophénol) + Phosphoalcool ou phosphate 
                                     MgCl2/pH alcalin 
La réaction est suivie en mesurant le taux d’augmentation de l’absorbance à 405 nm 
correspondant au phénolate coloré en jaune qui est proportionnelle à l’activité de TNAP 
(U.mg-1). Nous avons prélevé un aliquot de 1μL (Saos-2 ou ostéoblastes primaires) ou 100μl 
(CMLs ou aortes) et nous l’avons déposé dans une cuvette contenant 1 mL de solution 10 mM 
4-NPP, 0.56 M AMPol pH 10.3, 1mM MgCl2. 
 
IV.8. Dosage des protéines (méthode BCA Pierce) 
Ce dosage est utilisé lorsque la solution protéique à doser contient des éléments (sels, 
détergents…) pouvant interférer avec le dosage par la méthode classique de Bradford. En 
solution alcaline, les protéines réduisent le Cu2+ en Cu+. Le réactif protéique acide 
bicinchoninique (BCA) réagit avec ce dernier en donnant un complexe BCA-Cu+ pourpre 
dosable au spectrophotomètre à 562 nm. Deux réactifs sont utilisés : Le réactif A contenant le 
carbonate de sodium, le bicarbonate de sodium, BCA et le tartrate de sodium dans 
l’hydroxyde de sodium NaOH 0.1N, et le réactif B contenant le CuSO4 4%. Nous avons 
prélevé un μL d’échantillon et nous l’avons complétés à 50 μl par le nonidet P40 0.2% (v : v), 
et ensuite nous avons rajouté  un mL de réactif contenant la solution A et la solution B avec 
un rapport (v : v) cinquante A : un B.  Nous avons incubé le mélange pendant 30 minutes à 
60° C, puis l’absorbance est mesurée à 562 nm. Parallèlement, nous avons effectué une 
gamme étalon de 0 à 20 μg.mL-1 de protéines à partir d’une solution standard de BSA. 
 
IV.9. Transfection transitoire des cellules Saos-2 par la lipofectamine LTX  
La transfection est réalisée en présence de la lipofectamine avec les vecteurs pEGFP, pEGFP-
hPLD1 ou pEGFP-hPLD2. Les plasmides pCDNA3 contenant la séquence complète codante 
pour hPLD1b et hPLD2 ont servi de matrice pour l’amplification des séquences d’ADN de 
PLD1 et PLD2 par PCR. Ces séquences une fois amplifiées et purifiées sont insérées dans les 
plasmides pEGFP-C1. La lipofectamine est une macromolécule hautement chargée 
positivement qui forme un polymère en réseau qui emprisonne l’ADN. Le complexe ainsi 
formé entre dans la cellule par endocytose et relâche l’ADN dans le cytoplasme. Nous avons 
ajouté 1μg d’ADN plasmidique pour 0.75 μg de Lipofectamine LTX dans 200 μL de milieu 
cellulaire McCoy’s sans SVF. Nous avons incubé l’ensemble Lipofectamine/ADN 
plasmidique trente minutes à la température ambiante. Puis, nous avons incubé le complexe 
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lipofectamine/ADN plasmidique dans un mL de milieu de culture McCoy’s contenant 500.103 
cellules que nous avons ensemencées 24h avant. La durée d’incubation de la transfection est 
de 48 heures à 37°C puis nous les avons visualisées sous un microscope à fluorescence. 
 
IV.10. Immuno détection Western Blotting 
Les électrophorèses sont réalisées sur un gel de polyacrylamide à 8% (v : v) en conditions 
dénaturantes dans une solution aqueuse en présence de 0,1% de SDS (m : v) (g : ml) et 4 M 
d’urée grâce à un appareil d’électrophorèse pour minigels. La migration électrophorétique 
s’est effectuée à 120V à voltage constant. La migration est calibrée grâce aux dépôts de 
marqueurs moléculaires colorés dans un puit de référence. Le transfert du gel électrophorèse 
vers le support permettant l’immunodétection se fait dans un tampon de transfert (25mM de 
TrisHCl, pH=8,3, 0,19 M de glycine, 20% (v : v) de méthanol) en appliquant un courant 
électrique de 100 mA pendant 2h. Les marqueurs de masse moléculaire sont également 
transférés et peuvent servir de contrôle. A la fin du transfert, nous avons lavé la membrane 
avec un tampon Tris salin Tween20 (TBS-T) (Tris-HCl 20 mM, NaCl 137 mM, pH=7.6, 
Tween 20 à 0,1% (v : v)), puis nous avons saturé la membrane dans un bain TBS-T avec du 
lait10% (m: v) (g :ml) pendant 2 heures puis rincé cinq fois par le TBS-T. Puis nous l’avons 
incubée à 4°C pendant toute la nuit avec un anticorps primaire. Elle est ensuite rincée cinq 
fois par le TBS-T à la température ambiante puis incubée avec l’anticorps secondaire couplé à 
la peroxydase du Raifort pendant une heure. La membrane est à nouveau lavée abondamment 
et la révélation des protéines immuno détectées se fait grâce à l’activité de la peroxydase qui 
catalyse une réaction de chimioluminescence en présence d’eau oxygénée et du luminol. Les 
rayonnements produits par la réaction sont amplifiés chimiquement par les phénols (kit ECL). 
Nous avons révélé les membranes sur film d’autoradiographie. Nous avons quantifié les 
bandes par vidéodensitométrie et les résultats sont exprimés en unité arbitraire après 
normalisation avec la tubuline. 
Conditions spécifiques à chaque protéine détectée :1) Dans le cas de tubuline, l’anticorps 
monoclonal anti-tubuline est dilué d’un facteur de 1/2000 dans du TBST-BSA 0,1% (m : v) 
(g :ml) tandis que l’anticorps secondaire anti-IgG de souris est dilué de 1/2000 fois dans du 
TBST 0.1% (v : v). 2) Dans le cas de la PLD, nous avons préparé un gel de 8% (v : v)  de 
polyacrylamide, dans une solution aqueuse contenant 0,1% (m : v) de SDS et 4 M d’urée. Les 
deux isoformes de PLD sont détectées grâce à un anticorps anti-PLD1 (dilution de 1/500 dans 
BSA 0.1% (m : v)) ou anti-PLD2 (dilution de 1/2000 dans BSA 0.1% (m : v)). L’anticorps 
secondaire anti-lapin est ensuite utilisé (dilution de 1/2000 dans TBST).  
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IV.11. RT-QPCR 
   IV.11.1. Extraction des acides ribonucléiques 
Nous avons homogénéisés les échantillons dans 1 mL de trizol et centrifugés à 12000g 
pendant 10 minutes. Nous avons ajouté 200μL de chloroforme sur le surnageant récupéré, 
puis réalisé un vortex pendant 15 secondes. Le mélange est mis au repos à la température 
ambiante pendant 10 minutes et ensuite nous l’avons centrifugé à 12000g pendant 15 min à 
4°C. Nous avons obtenu trois phases: une phase incolore enrichie en acides ribonucléiques 
(ARN), une interphase contenant de l’Acide désoxyribonucléique (ADN) ainsi qu’une phase 
organique rouge enrichie en protéines. Nous avons récupéré la phase aqueuse contenant 
l’ARN et précipité l’ARN avec 500 μL d’isopropanol. Après incubation à la température 
ambiante pendant 5-10 minutes, nous avons réalisé une centrifugation à 12000g pendant 10 
minutes à 4°C. Après l’élimination du surnageant, nous avons lavé le culot avec de l’éthanol 
75% (v : v) et centrifugé ensuite à 7500g à 4°C. Le culot est séché à température ambiante et 
solubilisé dans l’eau sans ARNase ni DNase. La concentration d’ARN est mesurée à 260 nm 
à l’aide du spectrophotomètre NanoDrop. 
 
   IV.11.2. Transcription inverse 
Cette réaction se fait selon le protocole suivant : L’ARN dilué dans l’eau est dénaturé à 75°C 
pendant 5 min. Il est mélangé avec l’enzyme transcriptase inverse maintenue dans son 
tampon, des hexamères désordonnés (0.1μM), des dNTPs (2mM) et des DTTs (0.2mM). 
Ensuite le mélange est incubé pendant 10 min à la température ambiante avant de le mettre 
dans le thermocycleur. La réaction s’est faite à 42°C pendant 30min et elle est inactivée par 
chauffage à 99°C pendant 5 min. 
 
   IV.11.3. Réaction de polymérisation en chaine quantitative QPCR  
La PCR quantitative en temps réel repose sur la possibilité de suivre au cours du temps le 
processus de PCR à l’aide de la fluorescence. Les données de fluorescence sont collectées à 
chaque cycle de la PCR et représentent la quantité de produits amplifiés à cet instant. Plus 
l’échantillon est concentré en molécules cibles à l’origine, moins il faudra de cycles pour 
atteindre un point pour lequel le signal fluorescent est significativement supérieur au bruit de 
fond. Ce point est défini comme le Cp et apparaît en début de phase exponentielle. Ce concept 
de Cp est à la base de la précision et de la reproductibilité de la technique. La fluorescence au 
cours du temps d’une PCR en temps réel permet d’observer le nombre de fragments PCR en 3 
phases distinctes. 1) Une Phase de « bruit de fond » correspondant à une quantité de 
Dina ABDALLAH, Université Lyon1 et Université Libanaise Page  74 
 
fragment amplifié insuffisante pour générer un signal fluorescent supérieur au bruit de fond 
(et donc la fluorescence générée). 2) Une Phase exponentielle correspondant à la quantité de 
fragment amplifié qui génère un signal fluorescent supérieur au seuil de détection de 
l’appareil. Le nombre de produits amplifiés double à chaque cycle. En coordonnées 
logarithmiques, cette phase est représentée par une droite. 3) Une Phase plateau (ou de 
saturation) dont certains composants de la réaction deviennent limitant. Le système ne permet 
plus une amplification exponentielle. Des sondes fluorescentes se fixent sur l'ADN double 
brin (technologie SYBR). Ces sondes ne fluorescent qu'une fois fixées à l'ADN (à cause d'un 
effet atténuant). Nous avons effectué les QPCR à l’aide d’un mélange commercial contenant 
les réactifs nécessaires «SYBR Green, BioRad » sur des ARN totaux isolés à partir des Saos-2, 
des CMLs et des aortes en utilisant des amorces sens et anti-sens spécifiques à nos gènes. 
(Tableau 2) 
 
    Tableau 2 : Amorces permettant l’amplification des gènes spécifiques. 
Gènes Amorces sens 5’------3’ Amorces anti-sens 5’------3’ 
hPLD1 TGTCGTGATACCACTTCTGCCA AGCATTTCGAGCTGCTGTTGAA 
hPLD2 CATCCAGGCCATTCTGCAC GTGCTTCCGCAGACTCAAGG 
hEP2 ACCTCATCCGCATGCACCGC AGGTGGTCCGTCTCCTCCGC 
hEP3 TGCTTCATCAGCACCGGGCG GTCAGCGCCAAGAGCCCCAG 
hEP4 AAGCGATTGGCGGGCCTCAC TCTGGGTACTGCAGCCGCGA 
rOPN TGAGACTGGCAGTGGTTTGC CCACTTTCACCGGGAGACA 
rRUNX2 GCTTTGGCTACTCTCCAGCA AGCTGTGCCGTCCATACTTT 
hActine TCCTAGCACCATGAAGATCAAG GACTCATCGTACTCCTGCTTG 
rRPLP0 ACTCGCTTCCTAGAGGGTGT GACTTGGTGTGAAAAGCTTA 
hGAPDH GTTCCAATATGATTCCACCC AGGGATGATGTTCTGGAGAG 
 
IV.12. Détection par fluorescence du cytosquelette d’actine 
Nous avons fixé les cellules par le paraformaldéhyde à 3,7% (v : v) dans du PBS pendant 20 
minutes à température ambiante. Ensuite, nous les avons lavées deux fois avec de PBS et  
perméabilisées à l’aide d’une solution de 0.1% (v : v) de triton 100X pendant 15 min à la 
température ambiante. Après avoir lavé avec le PBS deux fois, nous les avons incubées en 
présence de BSA 1% (m : v) (g : ml) pendant 20 minutes. Nous avons marqué les 
cytosquelettes d’actine, à l’abri de la lumière avec de la phalloïdine conjuguée à la rhodamine 
(dilution 1/200 dans du PBS) pendant 20 minutes, lavé trois fois avec du PBS et effectué le 
co-marquage des noyaux avec le DAPI (dilution 1/10000 dans du PBS) pendant 10 minutes. 
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Enfin, nous avons visualisé les cellules sous un microscope à fluorescence après trois lavages 
successifs avec du PBS.  
 
IV.13. Dosage de l’activité totale des phospholipases D 
Nous avons utilisé la propriété d’hydrolyse de la phosphatidylcholine par la PLD en formant 
la choline et le PA. Nous avons récolté les cellules dans 500μl de tampon Tris-HCl (pH 8), en 
présence d’inhibiteurs de protéases, puis nous les avons lysées par congélation dans l’azote 
liquide et décongélation à 37°C trois fois. Ensuite, nous avons incubé les échantillons avec 
0.5 mM de phosphatidylcholine et 1 mM de levamisole à 37°C pendant 15 minutes dans le 
cas des cellules Saos-2 et des ostéoblastes primaires ou pendant 30 minutes dans le cas des 
aortes. La choline a été dosée à l’aide du réactif « Amplex red ». Le milieu contient deux 
enzymes la peroxydase de raifort (HRP) 2 U.mL-1 et la choline oxydase (CO) 0.2 U.mL-1 ainsi 
que 100μM du réactif « Amplex Red »  dans le tampon de réaction : Tris-HCl 0.25M et 
25mM CaCl2, pH 8. Nous avons mesuré la fluorescence sous une longueur d’onde 
d’excitation 530 nm et celle d’émission 590 nm en utilisant le lecteur de plaque (96 puits). 
Nous avons normalisé la fluorescence par la concentration protéique.  
 
IV.14. Immunoprécipitation (Kit PureProteome™ sur billes magnétiques)  
Nous avons récolté les cellules dans 400 μl de tampon de lyse 20mM Tris contenant 100mM 
NaCl, 10mM pyrophosphate, 10mM glycérophosphate, 50mM Naf, 1% (m : v), Triton et 
0.1% (v : v) inhibiteurs de protéases, pH 7.6. Nous avons lysé les cellules par sonication trois 
fois à froid. Nous avons incubé 300μl de l’homogénat toute la nuit à 4°C avec 2μl de 
l’anticorps polyclonal anti-PLD1 sous agitation. Dans un tube eppendorf, nous avons lavé 
50μl de suspension de billes magnétiques, contenant des protéines G liées d’une manière 
covalente, dans 500μl de PBS contenant 0.1% Tween (m : v). Ensuite nous avons mis ces 
tubes dans un portoir magnétique pour faire adhérer les billes et ainsi aspiré le tampon de 
lavage. Nous avons mélangé les billes lavées avec l’homogénat contenant le complexe 
antigène-anticorps (PLD1-IgG1) puis nous les avons incubées pendant 30 minutes sous 
agitation à 4°C. Au cours de cette incubation, les antigène-anticorps (PLD1-IgG1) forment un 
complexe stable avec des protéines G attachées aux billes. Par la suite, nous avons conservé le 
milieu sans les billes comme contrôle pour normaliser la quantité de protéines dans les 
échantillons. Nous avons choisi la tubuline comme protéine marqueur car elle est présente 
d’une manière stable dans les cellules. La tubuline est détectée par western Blot en parallèle 
sur un gel classique 10% (v : v). Nous avons lavé les billes ensuite avec du PBS-Tween 0.1% 
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(v : v). 50μl de tampon d’élution (formé d’un volume de tampon de lyse et d’un volume de 
tampon laemli concentré 2 fois) sont ajoutés. Nous avons chauffé le milieu contenant les 
billes enrichies en PLD1 à 100°C pendant deux minutes puis le surnageant contenant la PLD1 
est prélevé après avoir placé les billes à adhérer grâce au portoir magnétique. Le surnageant 
est prêt à être déposé sur un gel polyacrylamide 8% contenant de l’urée à 4 M. 
 
IV.15. Analyse statistique  
Au titre de comparaison statistique, le test a été fait en utilisant le logiciel SigmaStat3. Les 






































Dina ABDALLAH, Université Lyon1 et Université Libanaise Page  78 
 
Partie A : La phospholipase D1 est impliquée dans le processus de la 
minéralisation physiologique. 
Nous voulons déterminer à quel moment et quels types de la PLD sont exprimés pendant le 
processus de la minéralisation physiologique. Nous suspectons qu’une PLD agit au cours de 
la minéralisation car notre laboratoire a détecté une activité de la phospholipase D dans les 
VMs qui initient la minéralisation dans la MEC [268].  
Un de nos objectifs est de déterminer le rôle de la PLD dans la minéralisation induite par des 
cellules osseuses. Afin de suivre l’expression et l’activité de la PLD, nous avons utilisé une 
lignée cellulaire d’origine ostéosarcome humain (Saos-2) et des ostéoblastes primaires issus 
des calvaria de souriceaux. Nous avons dans un premier temps caractérisé ces modèles 
cellulaires. 
 
V.A.1. Caractérisation de la lignée humaine Saos-2, mimant les ostéoblastes, et des 
ostéoblastes primaires issus de calvaria de souriceaux. 
   V.A.1.1. Dosage des minéraux par coloration à l’alizarine rouge  
Les cellules sont stimulées dans un milieu ostéogénique contenant 7.5 mM de β-
glycérophosphate (β-GP)  et 50 μg.ml-1 d’acide ascorbique (AA). L’AA induit la production 
de collagène de la matrice extracellulaire de l’os. Le β-GP est hydrolysé par la TNAP en 
produisant du phosphate inorganique [269]. L’effet de ce traitement sur la minéralisation a été 
mis en évidence par la coloration à l’AR-S, quantifié par CPC 3.6% (m: v) et dosé au 
spectrophotomètre à 562nm. Nous avons remarqué que les cellules Saos-2 commencent à 
minéraliser dès le 6ème jour de stimulation (Fig.19 A et B)  et les ostéoblastes primaires dès le 
3ème jour après ajout du  β-GP 7.5mM (Fig.19 C et D).  La minéralisation augmente au cours 
du temps favorisant donc la formation de cristaux. Les cellules sont capables de minéraliser 
leur matrice. 
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Figure 19: Observation microscopique et quantification des minéraux dans les cellules Saos-
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   V.A.1.2. Dosage de l’activité spécifique de la phosphatase alcaline tissu non spécifique 
Nous avons dosé au cours du temps l’activité de la TNAP (un marqueur de la minéralisation) 
dans les cellules Saos-2 et les ostéoblastes primaires traités par 7.5mM β-GP et 50 μg.mL-1 
AA. Parallèlement à la formation des minéraux (Fig.19), nous avons observé une 
augmentation de l’activité de TNAP à partir du 6ème jour de traitement avec AA et β-GP et au 
cours du temps pour les cellules Saos-2 (Fig.20A) et à partir du 9ème jour en présence d’AA 
pour les ostéoblastes primaires. (Fig.20B) Cette activité augmente au cours du temps, de 
façon importante au 13éme jour de traitement (3 jours après ajout de 7.5mM β-GP) dans les 
ostéoblastes primaires. (Fig.20B) La TNAP, en hydrolysant des phosphomonoesters et 
également le pyrophosphate (PPi), un inhibiteur de minéralisation, favorise la formation 
d'hydroxyapatite. Ce résultat  confirme que les Saos-2 et les ostéoblastes primaires sont des 




Figure 20 : Mesure de l’activité spécifique de TNAP dans les cellules Saos-2(A) et les 
ostéoblastes primaires(B) : L’activité de TNAP est dosée en ajoutant le réactif pNPP (10mM) 
dans le milieu contenant AMP (0.56 M) et MgCl2 (1mM). Suite à cette hydrolyse, la formation 
de nitrophénol est dosée au spectrophotomètre à λ=405 nm.  
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V.A.2. Le milieu ostéogénique induit une surexpression significative de la PLD1 au jour 
5 de stimulation dans les cellules Saos-2. 
Nous avons vérifié le niveau d’expression des deux isoformes de la PLD : PLD1 et PLD2, au 
cours de la stimulation des cellules Saos-2 par RTQPCR et par Western Blot.  
 
   V.A.2.1. Expression génomique 
Nous avons déterminé le niveau d’expression des deux isoformes de la PLD par RTQPCR à 
l’aide des amorces spécifiques pour PLD1 et pour PLD2 et en normalisant avec GAPDH. 
Nous avons remarqué une surexpression significative de la PLD1 au 5ème jour de traitement 
avec β-GP et AA comparé au contrôle non traité. Cette surexpression reste toujours 
significative jusqu’au 10ème jour puis elle se stabilise. Les cellules contrôles et stimulées au 
8ème jour montrent aussi une surexpression de la PLD1 par rapport à celles non stimulées et 
stimulées respectivement au 5ème jour. (Fig.21A) Les cellules non stimulées sont capables de 
minéraliser au 5ème jour mais dans une moindre mesure que les cellules stimulées.   
Ces résultats indiquent que l’expression de la PLD1 augmente au cours de la maturation des 
cellules. Par contre, il n’y a pas de variation significative de l’expression de la PLD2 au cours 
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Figure 21 : Expression génomique des isoformes de la PLD : PLD1 (A) et PLD2 (B) au cours 
de la différenciation des cellules Saos-2. Les cellules Saos-2 ont été mises en culture pendant 
plusieurs jours comme indiqués dans la figure dans un milieu ostéogénique contenant 7,5 mm 
β-GP et 50μg.ml-1 AA. L'expression de chaque gène a été évaluée par PCR quantitative en 
temps réel (QPCR). L’ARN total est extrait à partir des cellules Saos-2 et la normalisation est 
effectuée par rapport au niveau d’expression de GAPDH. (C: non stimulé, T: Stimulé). (*, les 
résultats sont comparés au contrôle jour 5, * : P <0.05, ** : p<0.01 et ¤, les résultats sont 
comparés aux cellules stimulées jour5, ¤¤ : P <0.01, n=3). 
 
   V.A.2.2. Expression protéique  
Parallèlement, nous avons suivi l’expression protéique par Western Blot en utilisant des 
anticorps spécifiques PLD1 (120 Kda) et PLD2 (100 Kda) et nous avons pu quantifier les 
bandes à l’aide du logiciel imageJ. Nous avons obtenu une surexpression significative de la 
protéine  PLD1 au 5ème jour de stimulation par rapport au contrôle dans les cellules Saos-2, 
alors qu’il n’y a pas de variation significative dans les jours qui suivent. (Fig.22A) Ce qui est 
cohérent avec le niveau d’expression transcriptionnel de la PLD1 observé au 5ème jour. 
(Fig.21A) En accord avec le niveau d’expression transcriptionnel de la PLD2,  il n’y a pas de 
variation significative au cours de temps pour l’expression protéique de la PLD2 selon les 
mêmes conditions de stimulation. (Fig.22B)  
 




Figure 22: Expression protéique de la PLD1 (A) et la PLD2 (B) au cours de la 
différenciation des cellules Saos-2. (C: non stimulé, T: Stimulé). (*, les résultats sont 
comparés aux cellules non stimulées au jour 5, * : P <0.05, n=4). 
 
Donc les deux isoformes (PLD1 et PLD2) sont exprimées dans les cellules Saos-2. Nous 
avons obtenu une surexpression significative de la PLD1, et non celle de la PLD2, au niveau 
de l’ARNm et de la protéine au jour 5 de stimulation. Ces résultats confirment que la PLD1 
pourrait intervenir pendant le processus de la minéralisation. 
 
V.A.3. Le milieu ostéogénique entraîne une augmentation significative de l’activité de la 
phospholipase D dans les cellules Saos-2 et les ostéoblastes primaires. 
Nous avons mesuré l’activité de la PLD globale en dosant la choline par fluorescence. Nous 
avons observé une augmentation significative de l’activité de la PLD de l’ordre de 2.5 fois au 
jour 5 dans les cellules Saos-2 stimulées par rapport aux cellules non stimulées, mais de 7 fois 
par rapport au premier jour de stimulation. Cette activité PLD a diminué pour atteindre un 
niveau d’activité basal. (Fig.23A) Pour les ostéoblastes primaires, l’activité a augmenté 
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Figure 23: Mesure de l’activité de la PLD au cours du temps dans les cellules Saos-2 en 
présence ou non de l’AA et βGP(A) et les ostéoblastes primaires en présence uniquement de 
l’AA et βGP (B). Le jour 1 correspond à 24h00 d’incubation des cellules en présence à la fois 
de βGP 7.5mM et d’AA 50μg.mL-1. L’activité de la PLD obtenue pour chaque essai est  
normalisée avec l’activité basale contrôle obtenue au jour1. Pour les Saos-2 : *, les résultats 
sont comparés aux cellules non stimulées au jour 5, ** : P<0.01, et  ¤ : les résultats sont 
comparés aux cellules stimulées au jour1. ¤¤¤ <0.005, n=3). (C : non stimulé et T : 
Stimulé)(La valeur de l’activité de la PLD pour le contrôle jour1 est égale à 0.34 pmol.min-
1.mg-1 de protéines). Pour les ostéoblastes primaires, **: P<0.01, les résultats sont comparés 
aux cellules stimulées au jour1et  : P<0.01 : les résultats sont comparés aux cellules 
stimulées au jour 6. La valeur de l’activité de la PLD pour le stimulé jour1 est égale à  0.36  
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L’augmentation de l’expression de la PLD1 est accompagnée par une augmentation de 
l’activité de la PLD dans les cellules Saos-2 au jour 5 de stimulation. De plus, nous avons 
observé une augmentation de l’activité de la PLD au cours du temps dans les ostéoblastes 
primaires stimulés par l’AA et le βGP. Elle augmente jusqu’au jour 6 et diminue pour arriver 
à un niveau basal (Fig.23B). Les Saos-2 commencent à minéraliser au jour 6 de stimulation 
(Fig.19A et 20A) et les ostéoblastes primaires au jour 4 après ajout de βGP (Fig.19B et 20B). 
Ceci suggère que la PLD interviendrait pendant le processus de minéralisation.  
 
V.A.4. La surexpression de la PLD  favorise la minéralisation dans les cellules Saos-2. 
Afin de mettre en évidence l’action de la PLD pendant le processus de minéralisation, nous 
avons varié le niveau d’expression des deux isoformes de la PLD pour observer leurs effets 
respectifs sur la maturation des cellules Saos-2. Nous avons surexprimé chacune des deux 
isoformes de la PLD séparément et nous avons mesuré la formation des minéraux à l’aide du 
marquage AR-S et du dosage de l’activité TNAP. Pour chaque isoforme, une protéine 
fluorescente verte (EGFP) a été ajoutée afin de pouvoir suivre leur niveau d’expression dans 
la cellule au moyen de la microscopie de fluorescence. Les plasmides pEGFP (contrôle), 
pEGFP-PLD1et pEGFP-PLD2 sont transfectés dans les cellules Saos-2. 
Après 48h de transfection, nous avons visualisé les cellules transfectées sous un microscope à 
fluorescence et nous avons pu évaluer le taux de la transfection en comptant les cellules à 
fluorescence verte par rapport aux cellules totales: pour le plasmide pEGFP, il était de 50% ; 
pour pEGFP-PLD1 et pour pEGFP-PLD2, il était de 30%. (Fig.24A) 
 
 
Figure 24A: Expression des protéines de fusion PLD-GFP dans les cellules Saos-2 : Les 
cellules en culture sont transfectées par les plasmides pEGFP, pEGFP-PLD1 et pEGFP-
PLD2 respectivement, et observées au microscope à fluorescence 48h après transfection 
(objectif 10X). 
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Après 48 heures de transfection, nous avons stimulé les cellules pendant une semaine avec 
7.5mM β-GP et 50μg.ml-1 AA. Nous avons quantifié la formation des minéraux par coloration 
à l’AR-S 0.5% (m : v) à l’aide d’un spectrophotomètre. Nous avons ensuite quantifié les 
minéraux à l’aide d’un spectrophotomètre. Nous avons observé une augmentation 
significative de la coloration de l’AR-S, reflétant la formation des minéraux dans les cellules 
surexprimant GFP-PLD1 comparativement aux cellules surexprimant GFP et celles 
surexprimant GFP-PLD2. (Fig. 24B)  
 
 
Figure 24B: Quantification des minéraux produits dans les cellules Saos-2 transfectées et 
stimulées pendant une semaine: Les valeurs d’absorbances sont normalisées par rapport aux 
cellules stimulées et transfectées par GFP. (*, le résultat est comparé aux cellules 
transfectées par GFP et stimulées,* : P<0.05, n=3). (Concentration de l’AR-S pour les 
cellules transfectées et stimulées par GFP est de 1,5 μM). 
 
Nous avons dosé l’activité de TNAP dans les cellules Saos-2 transfectées et stimulées par 
7.5mM β-GP et 50 μg.mL-1 AA. Nous avons observé, parallèlement au dosage de l’AR-S, une 
augmentation significative de l’activité spécifique de TNAP pour les cellules transfectées par 
GFP-PLD1 et celles transfectées par GFP-PLD2 comparativement aux cellules transfectées 
par GFP. L’augmentation de l’activité spécifique de TNAP pour les cellules transfectées par 
GFP-PLD2 est légèrement inférieure à celles transfectées par GFP-PLD1. (Fig. 24C) 
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Figure 24C: Mesure de l’activité de TNAP dans les cellules Saos-2 transfectées et stimulées 
jusqu’au jour 8: L’hydrolyse de pNPP en Pi et en nitrophénol est dosée au spectrophotomètre 
à 405 nm. Cette activité est corrigée par la concentration protéique. (*, les résultats sont 
comparés aux cellules transfectées par GFP et stimulées, * : P<0.05, n=3). (La valeur de 
l’activité de TNAP pour les cellules tranfectées par GFP et stimulées est 5μmol.min-1.mg-1).  
 
V.A.5. L’inhibition de la phospholipase D1 diminue partiellement la minéralisation dans 
les cellules Saos-2 et les ostéoblastes primaires.  
Nous avons utilisé l’halopemide en tant qu’inhibiteur pour les deux isoformes et CAY10593 
comme un inhibiteur spécifique de la PLD1.  Leurs effets respectifs sur la minéralisation et 
sur l’activité de TNAP sont déterminés dans les cellules Saos-2 et dans les ostéoblastes 
primaires stimulés.  Le traitement avec 0.8μM d’halopemide a conduit à une diminution 
significative de la coloration de l’AR-S de 16% dans les cellules Saos-2 (Fig.25A) et de 14% 
dans les ostéoblastes primaires stimulés (Fig.25B). Il n’y a pas eu de changement significatif à 
une concentration de  0.6μM dans les cellules Saos-2. En outre, le traitement avec CAY10593 
a diminué significativement le taux de l’AR-S de 22% à 23% aux concentrations de 0.6μM et 
de 0.8μM respectivement dans les cellules Saos-2 (Fig.25A) alors que la diminution est de 
16% à 26% respectivement dans les ostéoblastes primaires (Fig. 25B). Parallèlement, l’ajout 
de CAY10593 a entrainé une diminution significative de l’activité de TNAP à 0.6μM dans les 
cellules Saos-2 (Fig.25C). CAY10593 à 0.6μM et 0.8μM a abouti à une diminution 
significative de l’activité de la TNAP de 17% à 18%  respectivement dans les ostéoblastes 
primaires (Fig.25D). Le traitement en présence de 0.8μM d’halopemide a entrainé une 
diminution significative de l’activité de TNAP de 35% dans les ostéoblastes primaires. Cette 
comparaison se fait par rapport à des cellules stimulées en présence de DMSO (0.032% (v : 
v)). En effet, les inhibiteurs sont préparés dans du DMSO.  





Figure 25 : Quantification des minéraux à l’aide de la coloration AR-S (A et B) et mesure de 
l’activité de TNAP(C et D) dans les cellules stimulées en présence ou non d’halopemide ou de 
CAY10593 pendant 7 jours pour les Saos-2 (A et C) et pendant 5 jours pour les ostéoblastes 
primaires après ajout du β-GP (B et D) aux concentrations 0.6μM et 0.8μM. Dans le cas des 
ostéoblastes primaires, nous avons mis l’inhibiteur en même temps que β-GP. Le chiffre «0 » 
correspond aux cellules stimulées en absence d’inhibiteurs et la valeur réelle correspondante 
de l’activité de TNAP est de 7 μmol.min-1.mg-1 pour les ostéoblastes primaires et de 20 
μmol.min-1.mg-1 pour les Saos-2. La concentration de DMSO est de 0.032% (v : v) dans toutes 
les cellules en présence ou non d’inhibiteurs. Les valeurs sont normalisées par rapport aux 
cellules stimulées en absence d’inhibiteurs. (*, Comparaison par rapport aux cellules 
stimulées sans inhibiteurs, * : P <0.5 et ** P <0.01, n=3). 
 
Le taux d’inhibition de l’AR-S induit par CAY10593 est plus élevé par rapport à celui induit 
par l’halopemide: ceci s’explique par le fait que CAY10593 inhibe d’une manière sélective la 
PLD1. A ce propos l’IC50 de CAY10593 sur la PLD1 vaut 11nM tandis que l’IC50 de 
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que l’IC50 d’halopemide sur la PLD2 est de 330nM. Nous avons utilisé l’halopemide à une 
concentration qui inhibe les deux isoformes PLD1 et PLD2. Nous avons vu que ces 
inhibiteurs ont une meilleure efficacité d’inhibition de la TNAP par rapport à l’inhibition de la 
minéralisation (marquage ARS). Ces résultats suggèrent que la PLD1 affecte le processus de 
la minéralisation.  
 
V.A.6. Les protéines G interviennent  dans le processus de la minéralisation 
physiologique. 
Le GTPγS est utilisé pour activer de façon stable les protéines G. La PLD1, ayant une activité 
basale faible, est activée par les protéines G monomériques. C’est pour cette raison que nous 
avons utilisé le GTPγS afin de suivre son effet sur la minéralisation. L’ajout de 1μM de 
GTPγS induit une augmentation de la coloration de l’AR-S de 50% dans les cellules Saos-2 
(Fig.26A) tandis qu’elle est de 41% dans les ostéoblastes primaires en présence de 10μM 
GTPγS (Fig.26B). Cet accroissement de la minéralisation s’est accompagné d’une double 
augmentation de l’activité de la TNAP dans les cellules Saos-2 traitées avec 1μM GTPγS 
(Fig.26C) et de 37% dans les ostéoblastes primaires traitées avec10μM GTPγS (Fig.26D). Par 
contre, nous n’avons pas vu de changement d’activité de la TNAP dans les ostéoblastes 
primaires traitées avec 1μM GTPγS.  
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Figure 26 : Effet du traitement avec GTPγS dans les cellules Saos-2 (A et C) et les 
ostéoblastes primaires (B et D) stimulées sur l’AR-S et la TNAP : (A et B) Quantification des 
minéraux  et (C et D) mesure de l’activité TNAP. (*, comparaison des résultats par rapport 
aux cellules stimulées sans GTP, *p<0.05, ** p<0.01, le chiffre « 0 » correspond à une 
valeur réelle de l’activité de TNAP de 4.3μmol.min-1.mg-1 pour les cellules Saos-2 et de 6 
μmol.min-1.mg-1 pour les ostéoblastes primaires,  n=3). 
 
Donc, ces résultats suggèrent que GTPγS en stimulant la voie des protéines G pourrait activer 
le processus de minéralisation. 
 
V.A.7. La PLD1 pourrait intervenir dans le processus de la minéralisation physiologique 
via la voie des protéines G. 
Nous avons vu que les protéines G pourraient intervenir dans la minéralisation. Pour vérifier 
si l’activation de la PLD1 se fait à partir de cette voie, nous avons traité les cellules Saos-2 et 
les ostéoblastes primaires avec du GTPγS en présence ou non de l’inhibiteur de PLD1, 
CAY10593, à une concentration de 0.8μM. Le degré de coloration de l’AR-S et l’activité de 
TNAP sont inhibés par l’addition concomitante de 0.8μM CAY10593 et de 1μM GTPγS dans 
les cellules Saos-2 (Fig.27A et C). Nous avons observé le même résultat  dans les ostéoblastes 
primaires traités avec 0.8μM CAY10593 et 10 μM GTPγS (Fig.27B et D). Ces résultats 
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suggèrent que la stimulation induite par GTPγS est inhibée partiellement par CAY10593. 
L’expérience sur les Saos-2 concernant le dosage de l’AR-S est faite 3 fois par contre les 
autres expériences n’ont été faites qu’une seule fois. Sous réserve de reproduire ce résultat 
plusieurs fois, il semblerait que le GTPγS stimulerait la voie des protéines G qui à son tour 
stimulerait, entre autres, la PLD1 favorisant la minéralisation. 
 
 
Figure 27: Effet de l’inhibiteur CAY10593 sur la minéralisation en présence de GTPγS : 
Quantification des minéraux (A et B) et mesure de l’activité spécifique de TNAP (C et D) dans 
les cellules Saos-2 (A et C) et les ostéoblastes primaires (B et D). Le chiffre (0) correspond 
aux cellules stimulées par AA et β-GP mais en présence de DMSO 0.0032%. (*, le résultat est 
comparé aux cellules stimulées sans inhibiteur, * : P <0.05, n=3), (A, n=3. B, C et D, n=1). 
 
V.A.8. La PLD1 est impliquée dans le changement de la morphologie des cellules et le 
réarrangement du cytosquelette d’actine au cours de la minéralisation des cellules Saos-
2. 
 Il est connu que les cellules osseuses changent de morphologie au cours de la différenciation 
et minéralisation [270]. De plus, dans la littérature, de nombreux travaux ont montré que la 
PLD joue un rôle important dans la réorganisation du cytosquelette et dans la morphologie 
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cellulaire [178]. Nous avons donc émis l’hypothèse que la PLD pourrait intervenir dans le 
processus de minéralisation via un remaniement du cytosquelette d’actine, permettant un 
changement de forme des cellules. 
Tout d’abord, nous avons suivi au cours du temps l’organisation du cytosquelette d’actine des 
cellules Saos-2 en milieu ostéogénique. Le cytosquelette est détecté au microscope à 
fluorescence après marquage de l’actine F à la phalloïdine couplée à la rhodamine. Les 
noyaux sont marqués à l’aide du DAPI. Nous avons remarqué un changement de morphologie 
des cellules Saos-2, en  milieu ostéogénique,  au cours du temps. Les cellules lors du premier 
jour de stimulation sont très fines et allongées (Fig.28A), tandis qu’au bout du 7ème jour, les 
cellules sont plus larges et s’étalent (Fig.28A et C). Nous avons cherché à déterminer si la 
PLD est impliquée dans ce changement de morphologie. Pour cela, nous avons incubé les 
cellules en milieu ostéogénique en absence ou en présence de l’inhibiteur de PLD1, 
CAY10593 à une concentration de 0.8μM. Nous avons observé que les cellules contrôles 
(sans milieu ostéogénique et sans inhibiteur) et celles stimulées en présence de l’inhibiteur de 
PLD1 sont  plus allongées et plus fines  (Fig.28B et D) par rapport à celles qui sont stimulées 
en milieu ostéogénique (Fig.28C). Ces résultats suggèrent que la PLD1 pourrait intervenir, en 













Figure 28 : Morphologie des cellules et réorganisation des cytosquelettes d’actine au cours 
de la minéralisation : Les cellules Saos-2 ont été cultivées selon les conditions suivantes : 
(A) : Cellules en milieu ostéogénique à différents jours de traitement comme indiqué dans la 
figure : objectifs 10X et 20X, (B) : contrôles au jour 7, (C) : stimulées en milieu ostéogénique 
au jour 7 et (D) : stimulées en milieu ostéogénique en présence de 0.8μM CAY10593 au jour 
7. Les cellules sont fixées, perméabilisées, incubées avec la phalloïdine couplée à la 
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Partie B: La phospholipase D pourrait intervenir dans le processus de la 
calcification cardiovasculaire. 
Les résultats rapportés dans la partie précédente indiquent que l’action de la PLD, activée par 
une voie dépendante de la protéine G, module la minéralisation induite par les ostéoblastes. 
Dans cette partie, nous cherchons à vérifier si la PLD pourrait agir sur la calcification 
pathologique induite par des CMLs qui se transdifférencient en cellules capables d’induire la 
minéralisation. 
 
V.B.1. Caractérisation des modèles cellulaires et culture ex vivo 
Afin de mimer la calcification pathologique, des cellules musculaires lisses (CMLs) primaires 
extraites de l’aorte de rat et des cultures ex vivo de l’aorte de rat sont employés. 
   V.B.1.1. Cellules musculaires lisses primaires 
Les CMLs  extraites à partir de l’aorte de rat, sont traitées avec 50μg.ml-1 d’AA et 5mM 
Na2HPO4 (Pi) correspondant à une condition d’hyperphosphatémie pendant plusieurs jours 
afin d’induire une calcification due à une transdifférenciation des CMLs. L’effet de ce milieu 
ostéogénique sur le changement morphologique au cours de la transdifférenciation est observé 
à l’aide d’un microscope en contraste de phase. Nous avons remarqué que les CMLs primaires 
dans un milieu ostéogénique subissent un effet de migration durant la minéralisation. Après 7, 
11 et 14 jours d’incubation, les CMLs sont aptes à migrer de l’extrémité vers le centre par 
rapport aux cellules non stimulées. Au 7ème jour, les CMLs stimulées migrent de façon moins 
importante que celles incubées pendant 11 ou 14 jours. (Fig.29A)  Afin de confirmer que les 
cellules ont minéralisé dans ce milieu ostéogénique, nous avons détecté la formation des 
minéraux par AR-S 0.5% au cours du temps. Au jour 7, il n’y a pas eu de différence de 
coloration de l’AR-S entre les CMLs stimulées et celles non stimulées. Par contre, après 11 
jours de traitement, la coloration de l’AR-S a augmenté 1.5 fois par rapport aux celles non 
stimulées, tandis qu’après 14 jours, l’augmentation a été deux fois plus importantes (Fig.29A 
et B). En outre, au bout du 14ème  jour d’incubation, les CMLs maintenues dans un milieu 
ostéogénique ont minéralisé de façon plus importante par rapport à celles incubées pendant 11 
jours (Fig. 29A et B). En effet, les tâches rouges marquées par l’AR-S reflétant les dépôts 
phosphocalciques ont augmenté au cours de la minéralisation.  Ces résultats montrent que les 










































Figure 29A : Observation microscopique des CMLs au cours du temps avant et après la 
coloration par AR-S: Nous avons mis en culture les CMLs pendant des jours différents de 
traitement (soit J7, J11 ou J14) comme indiqué dans la figure. A gauche : CMLs en milieu de 
culture non ostéogénique (contrôle), à droite : CMLs en milieu ostéogénique contenant 
50μg.ml-1 AA et 5mM Pi. Les cellules sont visualisées sous un microscope en contraste de 




 Figure 29B : Quantification des minéraux dans les cellules CMLs après traitement avec 
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Pour vérifier que les CMLs se transdifférencient en cellules de type ostéochondrocytaires 
dans le milieu ostéogénique, nous avons suivi par QPCR, l’expression de l’ARNm de 
RUNX2 qui est un des marqueurs de la différenciation ostéogénique. Nous avons obtenu une 
augmentation de l’expression de l’ARNm dans les cellules stimulées quatre fois supérieures 
par rapport à celles non stimulées (Fig.29C). Cette expression a été normalisée en utilisant le 
gène de référence RPLP0. 
 
 
Figure 29C : Effet du milieu ostéogénique sur la transdifférenciation des CMLs : expression 
de l’ARNm de RUNX2 par QPCR dans les CMLs : L’ARN total est extrait à partir des CMLs 
puis transformé en ADNc par transcription inverse RT. Des amorces sens et anti-sens 
spécifiques au RUNX2 sont utilisées pour amplifier l’ADNc. L’expression de l’ARNm est 
normalisée par RPLP0. 
 
Nos résultats montrent que les CMLs primaires sont bien des cellules capables de minéraliser 
dans un milieu ostéogénique contenant du Pi 5mM et AA 50μg.ml-1. Nous les utiliserons 
comme un modèle cellulaire de calcification pathologique in vitro. 
 
   V.B.1.2. Culture ex vivo de l’aorte de rat 
Nous avons utilisé un modèle de la calcification vasculaire ex vivo, déjà décrit dans la 
littérature [271]. Nous avons mis au point  ce modèle de culture dans notre laboratoire. La 
stimulation de l’aorte avec 5 mM Pi a permis d’induire la minéralisation dans un contexte 
pathologique. Nous avons caractérisé ce modèle par le marquage des minéraux avec de l’AR-
S, le dosage de l’activité de la TNAP ainsi que des expressions de l’ARNm de l’OPN et de 
RUNX2. 
Après l’extraction de l’aorte et sa mise en culture  en absence ou en présence de Pi 5mM, 
nous avons détecté, à l’aide de l’AR-S 0,003 % (m : v), la formation des complexes 
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phosphocalciques. Au bout du 6ème jour, l’aorte stimulée a bien été colorée par AR-S (rouge 
foncé) par rapport au contrôle qui n’a montré aucune trace de coloration démontrant que le 
traitement de l’aorte avec 5 mM Pi induit la formation des complexes phosphocalciques 
(Fig.30A).   
 
 
Figure 30A : Marquage par AR-S des aortes de rat après six jours. Nous avons  incubé les 
aortes dans un milieu complet DMEM en présence de SVF 10%  avec ou sans Na2HPO4 
5mM, puis elles sont fixées par 95 % (v : v)  éthanol pendant 30 heures. Les aortes sont 
colorées directement par 0.003 % (m : v)  AR-S dans 1% KOH (mg : ml dans H2O) pendant 
30 heures, puis rincées avec 2% KOH (mg : ml dans H2O)  et photographiées.  
 
Nous avons vérifié un autre marqueur de minéralisation : la TNAP. Les aortes stimulées par 5 
mM Pi après six jours de traitement ont une activité de TNAP significativement 5 fois plus 
importante que celles non stimulées. (Fig.30B) 
A 
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Figure 30B: Mesure de l’activité de TNAP dans l’aorte pendant 6 jours. La réaction 
d’hydrolyse de NPP en Pi forme du nitrophénol au bout de cinq minutes et donne une couleur 
jaune dosée au spectrophotomètre à 405 nm. (*, comparaison par rapport au milieu de 
culture sans phosphate 5mMl, ** : P<0.01, n=3) 
 
Afin de valider notre modèle ex vivo, nous avons suivi l’expression transcriptionelle d’un 
marqueur de différenciation des ostéoblastes qui est le RUNX2 et un marqueur d’inhibition de 
la CCV qui est l’OPN [272]. Par QPCR, nous avons pu montrer que l’expression de l’ARNm 
de l’OPN diminue significativement dans le cas d’hyperphosphatémie par rapport au contrôle 
(Fig.30C). Par contre, l’expression de l’ARNm de RUNX2 augmente significativement dans 




Figures 30C et D : Expression de l’ARNm de l’OPN et de RUNX2 par QPCR dans l’aorte de 
rat: Des amorces sens et anti-sens spécifiques au RUNX2 ont été utilisées pour amplifier 
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Tous ces résultats confirment que l’aorte en présence de 5mM de Pi est capable de calcifier et 
d’exprimer des marqueurs de minéralisation tels que la TNAP et RUNX-2. La culture d’aorte 
de rat ex vivo dans des conditions d’hyperphosphatémie est un bon modèle de la CCV. 
 
V.B.2. La phospholipase D est active au cours de la calcification induite dans l’aorte. 
Pour mettre en évidence l’action de la PLD dans la CCV, nous avons utilisé un inhibiteur de 
la PLD, l’halopemide, et nous avons observé l’effet de ce traitement sur un marqueur de 
minéralisation, l’activité de la TNAP. L’activité de TNAP est augmentée en présence de 5mM 
de Pi et de 0.4 % de DMSO par rapport au contrôle 0.4 % de DMSO mais sans Pi (Fig. 31). 
Ce résultat confirme que le DMSO n’affecte pas l’effet du Pi sur l’aorte (Fig. 30B). De plus, 
l’activité de la TNAP est diminuée de 63% en présence de 10μM d’halopemide. Ceci suggère 
que la PLD pourrait être impliquée positivement dans la calcification vasculaire. 
 
 
Figure 31 : Effet de l’halopemide sur l’activité de TNAP dans l’aorte: les mêmes annotations 
que la figure 30B mais en présence de 0.4% (mL : mL) de DMSO. (*, comparaison entre les 
aortes stimulées par Pi et DMSO et celles qui sont en présence de DMSO seulement, ** : P 
<0.01. ¤, comparaison entre l’aorte stimulée par Pi et halopemide à celle qui est en présence 
de DMSO  et Pi, ¤¤ : P <0.01, n=3). 
 
L’expression de l’ARNm de l’OPN (marqueur inhibiteur de la calcification vasculaire) a été 
déterminée par QPCR. L’addition pendant 6 jours de 5mM de Pi sur l’aorte a induit une 
diminution significative de son expression tandis que l’ajout de 10μM d’halopemide sur 
l’aorte a une tendance à l’augmenter de 45%  l’expression de l’OPN. Ceci reste à confirmer 
(Fig. 32). 
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Figure 32: Expression de l’ARNm codant pour l’OPN dans l’aorte par QPCR: Des amorces 
sens et anti-sens spécifiques à l’OPN ont été utilisées pour amplifier l’ADNc. L’expression de 
l’ARNm est normalisée par RPLP0. (*, comparaison entre l’aorte stimulée par Pi et celles 
non stimulées, ** : P <0.01, n=3). A noter que l’effet de l’halopemide sur l’expression de 
l’OPN s’est fait deux fois donc reste à confirmer (n=2). 
 
Donc, le Pi a favorisé la minéralisation en augmentant l’activité de TNAP, l’expression de 
RUNX2 et en diminuant significativement l’expression de l’OPN, par contre l’halopemide a 
inhibé partiellement l’effet du Pi sur la minéralisation en diminuant significativement 
l’activité de TNAP et en augmentant l’expression d’OPN. 
Afin de confirmer que la PLD agit au cours de la minéralisation de l’aorte induite par une 
hyperphosphatémie, nous avons mesuré par fluorescence l’activité de la PLD. L’activité de la 
PLD a augmenté de trois fois en présence de Pi 5mM par rapport au contrôle que ce soit avec 
ou sans 0.4 % (ml : ml) DMSO (Fig. 33). Par contre, l’addition de 10μM d’halopemide a 
abouti à une diminution de l’activité de la PLD par rapport à celle mesurée sur l’aorte 
stimulée par 5mM de Pi pour arriver au niveau basal.  
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Figure 33 : Mesure de l’activité de la PLD dans l’aorte. Les échantillons sont incubés 
pendant 15 minutes à 37°C en présence de phosphatidylcholine. (*, comparaison entre les 
aortes contrôles (avec ou sans DMSO) et celles stimulées par 5mM Pi,* P <0.05 et ** : 
P<0.01. ¤, comparaison de l’aorte stimulée par Pi en présence d’halopemide à celle stimulée 
en présence de DMSO, ¤ : P<0.05).n=3. 
 
La diminution de l’activité de TNAP ainsi que l’augmentation de l’expression de l’OPN 
produits par l’addition d’halopemide montrent que la PLD est une enzyme favorisant le 
























































Dina ABDALLAH, Université Lyon1 et Université Libanaise Page  103 
 
Partie C : Rôles des récepteurs de la prostaglandine PGE2 dans le 
processus de minéralisation selon les conditions physiologiques. 
Nous voulons vérifier en parallèle si l’action des récepteurs de la PGE2 est favorable aux 
processus de la minéralisation. Nous avons suivi l’expression de l’ARNm des récepteurs EP2, 
EP3 et EP4 dans les cellules Saos-2. Nous avons stimulé les cellules dans un milieu 
ostéogénique contenant 50μg.ml-1 et 7.5mM β-GP pendant plusieurs jours. Nous avons pu 
montrer que tous les récepteurs sont exprimés dans  les cellules Saos-2 et leur expression 
varie pendant la différenciation et la maturation des cellules Saos-2. Concernant l’expression 
de l’EP2, il n’y a pas eu de variation significative au cours de temps dans les cellules 
stimulées (Fig. 34A). Par contre, nous avons observé une augmentation significative de 
l’expression d’EP3 au bout du 8ème  jour comparativement au 3ème jour. Cette expression est 
diminuée au bout du 10ème jour (Fig. 34B). Par ailleurs, l’expression d’EP4 est diminuée au 
bout du 8ème  et du 10ème  jour (Fig. 34C). Ces résultats montrent qu’EP2 n’intervient 
probablement pas pendant le processus de la minéralisation physiologique car il n’y a aucune 
variation de son expression au cours du temps. Par contre, EP3 pourrait intervenir dans la 
phase tardive de la maturation des cellules Saos-2 en cellules capables de minéraliser tandis 














Figure 34 : Expression de l’ARNm des récepteurs de la prostaglandine PGE2 lors de la 
maturation des cellules Saos-2 : Des amorces spécifiques à  EP2, EP3 et EP4 ont été utilisés 
pour suivre leur expression génomique par QPCR. A : EP2, B : EP3 et C : EP4. (*, 
comparaison par rapport aux cellules stimulées au jour 3, ** : P <0.01. ¤, comparaison par 
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Mon travail de thèse s’est porté sur la compréhension des mécanismes moléculaires et 
cellulaires de la biominéralisation physiologique et pathologique telle que la calcification 
cardiovasculaire (CCV). Nous avons choisi d’analyser deux voies de signalisation, la PLD 
d’une part et d’autre part, les récepteurs de la PGE2. Une régulation croisée entre ces deux 
voies pourrait être envisagée. En effet, dans la littérature, il est décrit que la PLD peut réguler 
l’expression de la cyclooxygénase-2 (Cox-2) et donc la production de prostaglandines [266]. 
Afin de mimer la minéralisation physiologique, nous avons choisi deux modèles cellulaires : 
les Saos-2 et les ostéoblastes primaires issus de calvaria des souriceaux. En ce qui concerne la 
minéralisation pathologique, nous avons choisi un modèle cellulaire : les CMLs primaires 
issues de l’aorte de rat et un modèle de culture ex vivo de l’aorte de rat. Il est bien connu que 
l’AA et le β-GP stimulent la différenciation des ostéoblastes et facilitent leur minéralisation 
[269]. Ces deux facteurs ostéogéniques sont employés pour induire la différenciation des 
cellules Saos-2 et les ostéoblastes primaires. Par ailleurs, la stimulation des CMLs de rat est 
produite par l’addition conjointe de 50μg.ml-1 AA et 5mM Pi favorisant le dépôt des 
complexes de phosphate et de calcium et leur différenciation ostéochondrocytaire [273]. Dans 
le cas de l’aorte, l’addition de 5mM Pi a induit sa calcification ex vivo [274]. 
 
PLD1 et minéralisation physiologique : La différenciation de divers types cellulaires est 
accompagnée d’une augmentation de l’activité et/ou de l’expression de la PLD, suggérant 
l’implication de cette enzyme dans le processus de différenciation de différents types 
cellulaires comme par exemple des cellules myéloïdes humaines [187, 190], des cellules MG-
63 en réponse à  des surfaces de titanium [194] et des cellules musculaires lisses striées [82].  
Dans notre travail, nous avons déterminé les niveaux d’expressions des ARNm codant pour 
les différents types de PLDs ainsi que la présence de PLDs par Western Blot et par des 
mesures d’activité enzymatique au cours de la différenciation et pendant la minéralisation des 
ostéoblastes, ce qui n’avait jamais été rapporté jusqu’à maintenant. Nos résultats ont montré 
que les deux variantes d’épissage de la PLD1 (PLD1a et PLD1b) et la PLD2 d’origine 
humaine sont exprimées dans les cellules Saos-2 et que cette expression a varié au cours de la 
différenciation. De plus, l’expression de la PLD1 et non celle de la PLD2 a augmenté au 5ème  
jour de la différenciation des Saos-2, et s’est stabilisé jusqu’au 10ème jour. Cela est corrélé 
avec l’activité de la PLD qui a atteint le maximum au bout du 5ème jour dans un milieu 
ostéogénique. La diminution de l’activité totale de la PLD à partir du 6ème jour  indique 
néanmoins que la PLD1 a été active pendant le stade de la minéralisation des cellules Saos-2. 
En effet, ces cellules ont commencé à minéraliser au 5ème jour de stimulation en milieu 
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ostéogénique. Pour les ostéoblastes primaires, l’activité a augmenté significativement au 6ème 
jour de traitement avec de l’AA et du β-GP puis elle a diminué au 7ème jour.  
 La corrélation entre l'expression de la PLD et son activité est  décrite lors de la 
différenciation de nombreux types cellulaires : des cellules MG-63, des cellules neuronales  et 
des cellules musculaires striées de rat [193, 194].   
La surexpression de la PLD à l’aide des plasmides recombinants pE-GFP-PLD1 et pE-GFP-
PLD2 entraîne une augmentation  de la minéralisation des Saos-2 qui est plus importante pour 
la PLD1 que pour la PLD2 comme indiquée par la coloration AR-S et par l’activité de la 
TNAP. L’addition des inhibiteurs des PLDs tels que l’Halopemide et le CAY10593 diminue 
la minéralisation induite par les ostéoblastes de l’ordre de 16%  et de 22% respectivement. Ce 
résultat est cohérent avec le fait que CAY10593 inhibe de 21% l’activité de TNAP dans les 
ostéoblastes. L’inhibition produite par ces inhibiteurs est partielle suggérant qu’il y a 
plusieurs autres voies de signalisation, que celle de la PLD, qui interviennent dans le 
processus de minéralisation que celle de la PLD. Par ailleurs, nous avons remarqué que le 
taux de l’inhibition induit par l’halopemide (inhibiteur moins spécifique) est pratiquement 
proche de celui induit par CAY10593 (inhibiteur plus spécifique de la PLD1), suggérant que 
c’est l’activité de la PLD1 et non celle de la PLD2 qui favorise la minéralisation. Le fait que 
les deux isoformes ont des fonctions différentes dans un même type cellulaire a déjà été 
rapporté. Par exemple, dans les mastocytes la PLD2 et non la PLD1 est impliquée dans la 
formation des « ruffles » au niveau de l’actine corticale, après stimulation antigénique [275]. 
La PLD1 et non la PLD2 participe à la formation des fibres de stress dans les fibroblastes 
[79]. Cette différence dans les rôles physiologiques des deux isoformes de PLD peut être 
attribuée au fait qu’elles ont des modes de régulation et des localisations subcellulaires 
distinctes [88]. Concernant l’implication de la PLD dans le processus de minéralisation, son 
intervention au niveau du remodelage du cytosquelette d’actine pourrait être considérée. En 
outre, il est connu que le cytosquelette d’actine contrôle le changement morphologique de la 
cellule [178], et que la PLD est liée physiquement et fonctionnellement au cytosquelette 
d’actine [79, 276]. Nous avons montré par marquage de l’actine que les cellules deviennent 
plus larges et s’étalent au cours de la minéralisation alors qu’elles sont plus fines et plus 
allongées en présence de CAY10593, indiquant un réarrangement de cytosquelette différent. 
Il a été rapporté que la PLD1 se lie directement à l'actine filamenteuse, et que le site liant 
l'actine se situe dans les premiers 155 acides aminés de l'extrémité N-terminale de la PLD1. 
Par ailleurs, la PLD1 se co-localise avec l’actine néoformée qui maintient la structure de la 
membrane plasmique [277]. La PLD1 possède une activité basale faible qui est fortement 
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stimulée par des petites protéines G monomériques et des protéines kinases. Afin d’identifier 
la voie de signalisation par laquelle la PLD1 favoriserait la minéralisation, nous avons ajouté 
un analogue de GTP non hydrolysable, GTPγS, qui est perméable aux cellules. L’ajout de 
GTPγS a stimulé la minéralisation des ostéoblastes, démontrant que les protéines G sont 
activées pendant le processus de minéralisation physiologique. Par contre, le CAY10593 l’a 
inhibé légèrement comme indiqué par la coloration à l’AR-S et par la mesure d’activité de 
TNAP.  
Comment la PLD pourrait contribuer à la réorganisation du cytosquelette d’actine reste une 
question avec des réponses hypothétiques.  Diverses données dans la littérature permettent de 
proposer l’action du PIP2 comme un messager phospholipidique. Une des voies de 
signalisation induite par des protéines G comme Rho et Rac dans la polymérisation d’actine 
est dépendante de PIP2. PIP2 est un cofacteur crucial de la PLD favorisant la synthèse de PA 
[158]. Par ailleurs, PA favorise la formation de PIP2 [163]. Cette régulation réciproque entre 
PIP2 et PA augmente la production de PA et active la PLD1 favorisant une réorganisation du 
cytosquelette d’actine. D’autres protéines G telles que Ras, qui dépend du récepteur tyrosine 




Figure 35: Action possible  de la PLD1 dans la minéralisation physiologique 
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En conclusion, nous proposons une hypothèse selon  laquelle la PLD1 par l’intermédiaire de 
son produit d’hydrolyse PA,  affecterait la minéralisation en déstabilisant la structure de la 
membrane plasmique modifiant le réarrangement des cytosquelettes d’actine qui serait 
dépendant de la voie des protéines G (Fig. 35). Ce réarrangement du cytosquelette d’actine et 
la déstabilisation de la membrane plasmique favoriseraient la formation des VMs, chargées de 
TNAP, qui sont essentielles à l’initialisation de la minéralisation. Cette hypothèse reste à 
vérifier car nous n’avons pas démontré un accroissement de la formation des VMs induite par 
une surexpression de PLD1.  
 
PLD et CCV: La calcification vasculaire est maintenant reconnue comme un processus 
pathologique complexe conduisant aux calcifications tissulaire et cellulaire. Bien qu'il n'existe 
aucune thérapie actuelle pour le traitement direct des calcifications vasculaires [278], de 
nombreux efforts sont entrepris afin d’atténuer la gravité et de stopper la progression des 
symptômes. La calcification ectopique comme la CCV peut résulter d’une réaction 
inflammatoire [279]. Il a été montré que l’inflammation induite par TNFα in vivo dépend de la 
PLD1 [280] suggérant que la PLD1 pourrait être une cible thérapeutique dans les maladies 
inflammatoires. La PLD2 agit au cours de la prolifération, l’adhésion et la diffusion des 
cellules musculaires lisses (CMLs) de l’aorte de rat qui sont des phénomènes liés à 
l’hypertension et l’athérosclérose après stimulation par l’angiotensine [281]. Les deux 
isoformes PLD1 et PLD2 sont exprimées dans les CMLs du porc. De plus, une activité et une 
expression  nucléaire de la PLD1 sont détectées [103]. Toutes ces observations nous ont  
permis d’émettre l’hypothèse que la PLD pourrait être une enzyme active dans la pathogenèse 
de CCV. L’augmentation de la concentration de Pi dans le cytoplasme des CMLs  a inhibé 
l’expression des gènes spécifiques aux CMLs et a favorisé l’expression des marqueurs 
ostéochondrocytaires [272]. Dans ce travail, l’hyperphosphatémie de l’aorte a servi à 
reproduire les conditions de la CCV. Pour la première fois, nous avons pu mettre en évidence 
l’action de la PLD dans le processus de la CCV. Après la caractérisation d’un modèle ex vivo 
de l’aorte de rat, nous avons pu détecter une augmentation de l’activité de la PLD au cours de 
la calcification aortique. Celle-ci est accompagnée d’une augmentation de l’activité de la 
TNAP et de l’expression de RUNX2 ainsi qu’une une diminution de l’expression de l’ARNm 
de l’OPN. Par contre, l’addition d’halopemide –un inhibiteur de l’activité de PLD- a conduit 
comme espéré à une diminution de l’activité de la PLD qui est suivie d’une diminution de 
l’activité de TNAP et d’une tendance à une augmentation de l’expression de l’OPN.  Ces 
résultats confirment que l’activité de la PLD favorise la minéralisation et que son inhibition 
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diminue la minéralisation. Ces résultats suggèrent que l’activité de la PLD, par la libération de 
PA, pourrait favoriser la minéralisation et par conséquent la CCV. De plus la migration des 
CMLs et leur transdifférenciation pourrait dépendre du degré d’activité de la PLD, mais le 
mécanisme reste à élucider. 
 
EPs et minéralisation physiologique : Les prostaglandines, en particulier la PGE2, ont de 
multiples effets sur les os, y compris pendant la stimulation de la résorption et la formation 
osseuse à la fois [282, 283]. La PGE2 est un puissant inducteur de la formation de l’os 
corticale et trabéculaire chez les humains et les animaux.  La PGE2 administrée à des rats in 
vivo augmente la masse osseuse corticale ainsi que trabéculaire [284-287]. Des mutations 
génétiques des récepteurs de la PGE2 mettent en évidence l’implication du récepteur  EP4 
dans la résorption osseuse [257]. In vitro, la formation des ostéoclastes dépend de 
l’expression du récepteur EP4 dans les ostéoblastes. Ces observations ont été confirmées  in 
vivo dans des souris déficientes en EP4 dont la résorption osseuse est inhibée. Les souris 
déficientes en EP2, montrent que EP2 est impliqué partiellement dans la résorption osseuse 
par contre des souris déficients en EP1 favorise la différenciation des ostéoblastes et la 
réparation osseuse [264]. Il n’est pas toujours possible d’identifier définitivement le type du 
récepteur EP qui est actif soit dans la formation ou soit dans la résorption osseuse. Ceci est 
principalement dû aux effets variables de la PGE2 qui dépendent du type de cellule utilisée et 
de son stade de maturation. Nous avons montré que le récepteur EP3 est impliqué dans la 
phase tardive de la minéralisation physiologique, tandis qu’EP4 inhibe la minéralisation et la 
maturation des Saos-2 et donc pourrait être un mécanisme contribuant à la résorption osseuse. 
Cependant, il faudrait d’autres expériences pour valider leur effet sur la minéralisation en 
utilisant des agonistes et des antagonistes, afin de déterminer leurs voies de signalisation au 
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En ce qui concerne les actions des phospholipases D dans la minéralisation, il faudrait 
préciser quelle est la nature de la protéine G intervenant dans l’activation de la PLD1 : Arf, 
Rho et/ou Rac afin de déterminer la voie de signalisation et son mécanisme de régulation. 
Nous pourrons utiliser des inhibiteurs de la protéine ARF, la Brefeldine A qui inhibe 
l’échange GDP/GTP au niveau de la protéine, mais aussi inactiver la protéine Rho par 
l’exoenzyme C3 de C. Boulinum. La transfection stable pour les deux isoformes, l’addition de 
PLD exogène et la mise en silence des gènes exprimant les isoformes de PLD (siRNA des 
PLD1 et PLD2) sont des  techniques qui permettront de confirmer leurs effets sur la 
maturation et la différenciation des ostéoblastes mais aussi sur la transdifférenciation des 
CMLs in vitro. Nous proposons une hypothèse selon  laquelle la PLD1 par l’intermédiaire de 
son produit d’hydrolyse PA,  affecterait la minéralisation en déstabilisant la structure de la 
membrane plasmique et en affectant le réarrangement des cytosquelettes d’actine. Ce 
réarrangement du cytosquelette d’actine et la déstabilisation de la membrane plasmique 
favoriseraient la formation des VMs, qui sont essentielles à l’initialisation de la 
minéralisation. Il serait possible de vérifier cette hypothèse en quantifiant les VMs après 
surexpression de la PLD1 dans les cellules. 
Dans le prolongement de ce travail, il serait nécessaire de faire une analyse de la formation 
osseuse par radiographie des rayons X ou par microphotographie des souris n’exprimant plus 
la PLD (souris PLD1-/-) [288] ceci permettrait de valider nos résultats obtenus in vitro.  
 
En ce qui concerne les rôles de la PLD dans la CCV, il faudra préciser l’isoforme impliqué 
dans ce processus en utilisant les inhibiteurs spécifiques afin de trouver le mécanisme par 
lequel la PLD induit la CCV.  Des modèles d’animaux : inflammatoire, hypertension ou 
diabétique pourraient contribuer à définir les actions des deux isoformes avant et après le cas 
pathologique.  
 
En ce qui concerne les rôles des récepteurs de la PGE2, nous devrons confirmer 
l’expression des différents récepteurs au cours de la minéralisation, au  niveau des 
ostéoblastes primaires mais aussi au niveau des CMLs primaires. De plus les effets de la 
PGE2, l’inhibition de l’expression de Cox-2 ainsi que les rôles des récepteurs de PGE2 seront 
évalués à l’aide d’outils de biologie moléculaire (siRNA, transfection avec des plasmides 
codant les protéines d’intérêt) et de biochimie (western blot, dosage d’activité de TNAP, 
expression de marqueurs de minéralisation et différenciation). 
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Article 1: Analyse en acides gras des vésicules matricielles et des microvillosités extraites 
des chondrocytes d’embryons de poulets : 
Dans le cartilage et l’os, la calcification de la matrice se fait par l’intermédiaire des vésicules 
matricielles qui sont émises par l’ostéoblaste ou le chondrocyte hypertrophié dans la matrice 
cartilagineuse et contenant de fortes concentrations de phosphatase alcaline et de minéraux. 
Dans ces vésicules, l'initiation de la minéralisation se fait grâce à une accumulation de 
calcium et d’hydroxyde de phosphate qui précipitent pour former des cristaux 
d’hydroxyapatite. Ce processus nécessite un système de régulation précis pour permettre de 
maintenir une homéostasie des ions calcium et du phosphate inorganique. Durant le 
phénomène de minéralisation, Wu et al en 2001 ont montré une augmentation en acide gras 
libre résultant d’une dégradation des phospholipides dû à une activation de phospholipases 
présentes dans les vésicules. Notre équipe a optimisé le mode de purification des vésicules 
matricielles, effectué la première analyse comparative protéomique et lipidique des vésicules 
matricielles et des membranes apicales. Les VMs et les microvillosités produites par les 
chondrocytes hypertrophiques et les ostéoblastes  sont enrichies en cholestérol,  
phosphatidylsérine,  sphingomyéline..  
Mon objectif a été d’analyser la composition lipidique en acides gras des VMs issues des 
chondrocytes hypertrophiés d’embryons de poulet et de comparer ces structures aux 
microvillosités qui sont les précurseurs des vésicules matricielles et de  la membrane 
plasmique.  Nous avons purifié et caractérisé les VMs, les microvillosités à partir des 
extrémités des fémurs d’embryons de poulet datés de 17.5 jours. Nous avons ensuite obtenu 
les acides gras par transméthylation de l’extrait lipidique total et nous avons analysé en 
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Fatty acid composition in matrix vesicles and in microvilli from femurs of chicken 
embryos revealed selective recruitment of fatty acids.  
Dina Abdallah1, 2, Eva Hamade 2, Raghida Abou Merhi3, Badran Bassam2,  
 René Buchet 1  and Saida Mebarek 1 
 
1 Université de Lyon, Lyon, F-69361, France Université Lyon 1, Villeurbanne, F-69622, 
France INSA-Lyon, Villeurbanne, F-69622, France CPE Lyon, Villeurbanne, F-69616, 
France ICBMS CNRS UMR 5246, Villeurbanne, F-69622, France 
2Genomic and Health laboratory/PRASE-EDST Campus Rafic Hariri-Hadath-Beirut-Liban, 
Faculty of Sciences, Lebanese university, Beirut 999095, Lebanon 
3Department of Biochemistry, Laboratory of Immunology, EDST-PRASE, Lebanese 




Dr Saida Mebarek 
Université Lyon 1, ICMBS UMR CNRS5246 
Batiment Raulin 
43 Boulevard du 11 Novembre 1918 




Hypertrophic chondrocytes participate in matrix mineralization by releasing Matrix Vesicles 
(MVs). These MVs, by accumulating Ca2+ and phosphate initiate the formation of 
hydroxyapatite. To determine the types of lipids essential for mineralization, we analyzed 
Fatty Acids (FAs) in MVs, microvilli and in membrane fractions of chondrocytes isolated 
from femurs of chicken embryos. The FA composition in the MVs was almost identical to 
that in microvilli, indicating that the MVs originated from microvilli. These fractions 
contained more monounsaturated FAs especially oleic acid than in membrane homogenates of 
chondrocytes. They were enriched in 5, 8, 11-eicosatrienoic acid (20:3n – 9), in eicosadienoic 
acid (20:2n – 6), in arachidonic acid (20:4n–6). In contrast, membrane homogenates from 
chondrocytes were enriched in 20:1n-9, 18:3n-3, 22:5n-3 and 22:5n-6. Due to their relatively 
high content in MVs and to their selective recruitment within microvilli from where MV 
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originate, we concluded that 20:2n-6 and 20:3n-9 (pooled values), 18:1n-9 and 20:4n-6 are 
essential for the biogenesis of MVs and for bone mineralization.  
 
Key words Matrix Vesicles, microvilli, chondrocytes, Fatty acids, mineralization. 
 
Abbreviations 
 MVs, Matrix Vesicles, PUFAs, PolyUnsaturated Fatty Acids, FAs, Fatty Acids, TNAP, 
Tissue Non-specific Alkaline Phosphatase. 
 
1. INTRODUCTION 
MVs, Matrix Vesicles, PUFAs, PolyUnsaturated Fatty Acids, FAs, Fatty Acids, TNAP, 
Tissue Non-specific Alkaline Phosphatase. Experimental evidence suggests that lipids are 
involved in the skeletal development and in bone formation. For example, phospholipids 
facilitate cartilage mineralization in growth plate [1]. Findings from animal models indicated 
that a low dietary intake of n-6 polyunsaturated fatty acids (PUFAs) and increasing intake of 
n-3 PUFAs, especially long chain n-3 PUFAs, are beneficial for achieving higher bone 
mineral content, density and stronger bones [2,3]. Bone is a multifunctional organ that 
consists of a structural framework of mineralized matrix harboring a heterogeneous 
population of chondrocytes, osteoblasts, osteocytes, osteoclasts, endothelial cells, monocytes, 
macrophages, lymphocytes, and hematopoietic cells [4]. Mineralization competent cells, e.g., 
osteoblasts and hypertrophic chondrocytes, which are present respectively in bones and in 
cartilages, release vesicular structures serving as an initial site for mineral formation. These 
vesicles called matrix vesicles (MVs) are derived from cellular plasma membrane [5]. Lipids 
are integral components of MV membrane and provide a barrier to confine the contents of the 
vesicles. Once released into the extracellular matrix, these MVs accumulate Ca2+ and 
inorganic phosphate which finally leads to hydroxyapatite formation on the surface of the 
inner leaflet of the MV membrane. This process requires a dynamic and tightly regulated 
system to maintain ion homeostasis and cooperation between extracellular macromolecules 
and MV proteins [6, 7]. The cell surface microvilli are the precursors of MVs. A retraction of 
supporting microfilament network under the plasma membrane is essential for the release of 
MVs from osteoblast [8] and chondrocyte [9]. The mechanism of MV biogenesis is not fully 
understood. The nature of fatty acids (FAs) is a key factor for the MV formation. The ability 
and degree of FAs to modulate the membrane organization are dependent of their sizes and 
morphologies. Peress et al., 1974 [10] first reported the lipid composition of the MV fraction 
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isolated from epiphyseal cartilage of fetal calves. The phospholipid composition of the MV 
and microvilli fractions was markedly different from that of the chondrocytes. These MVs 
and microvilli produced by epiphyseal cartilage cells [10, 11] or by hypertrophic 
chondrocytes were enriched in cholesterol, phosphatidylserine, and sphingomyelin as in the 
case of MVs obtained from Saos-2 cell cultures [8]. However, the nature of FAs which are 
essential in the MV biogenesis was not determined. In this work we determined and compared 
the FA composition of MVs, microvilli and chondrocytes isolated from femurs of chicken 
embryos. The lipids were extracted and analyzed for their FA composition by thin-layer and 
gas-liquid chromatography. 
 
2. MATERIALS and METHODS 
2.1 Isolation of MVs and microvilli fractions: 
MVs and microvilli were isolated from 17-day-old chicken embryos leg bones as reported 
[12]. The microvilli were prepared according to Jimenez et al. [13] with slight modifications 
(Fig. 1). The microvilli isolation was based on the property of MgCl2 to precipitate 
membranous fractions except microvilli [14]. It was suggested that aggregation of 
membranous components occurs when bivalent cations establish cross-links between 
membranes. Microvilli do not aggregate because cross-linking by Mg2+ is established between 
contiguous anionic sites on the same microvillus. Leg bones from 40 animals per preparation 
(approximately 12 g of wet tissue) were cut into 1–3 mm thick slices and extensively washed 
in the ice cold synthetic cartilage lymph (SCL) medium [15] containing 1.83 mM NaHCO2, 
12.7 mM KCl, 0.57 mM MgCl2, 100 mM NaCl, 0.57 mM Na2SO4, 5.55 mM glucose, 63.5 
mM sucrose, and 16.5 mM 2-([2-hydroxy-1,1-bis(hydroxymethyl)ethyl]amino)-
propanesulfonic acid (TES), pH 7.4. Bone slices were then digested with type-I collagenase 
from the C. histoliticum (Sigma; 200 U of collagenase/g of tissue) at 37°C for 180 min in SCL 
medium. The digested tissue was filtered through a nylon membrane. Then, cells were 
pelleted by centrifugation at 600g for 15 min. At this stage, supernatant 1 and pellet 1 were 
subjected separately to further treatment as described (Fig. 1). Supernatant 1 was centrifuged 
at 20,000g for 20 min to sediment all the cell debris, nuclei mitochondria and lysosomes 
(pellet 2) (Fig. 1). Pellet 2 was discarded while supernatant 2 was centrifuged again at 
80,000g for 60 min yielding pellet 3 containing MVs (Fig. 1). Cells (pellet 1) were 
homogenized in 5 ml of sucrose buffer in the presence of protease inhibitor cocktail (Sigma). 
The homogenate was separated into two parts. The first part was kept for the extraction of 
membrane homogenates from chondrocytes. The second part was then centrifuged twice at 
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10,000g for 15 min to sediment intact cells, cell debris, nuclei, mitochondria, and lysosomes. 
To separate the microvillar membranes from the basolateral plasma membranes, the 
supernatant A (Fig. 1) was supplemented with 12 mM MgCl2, stirred at 4°C for 20 min to 
induce basolateral membrane precipitation. It was centrifuged twice at 2,500g for 10 min to 
pellet aggregates of basolateral membranes (pellet B) (Fig. 1). Supernatant B was centrifuged 
at 12,000g for 60 min to pellet microvilli (pellet C) (Fig. 1). Protein concentration in these 
fractions was determined using Bradford Protein Assay. 
 
2.2 Tissue non-specific alkaline phosphatase activity assay  
Tissue non-specific alkaline phosphatase (TNAP) activity was measured using p-nitrophenyl 
phosphate (pNPP) as substrate at pH 10.4 and recording the absorbance at 405 nm, using ε 
pNPP = 18.8 mM-1 cm-1 [16]. Enzyme units are micromole of p-nitrophenolate formed per 
minute per milligram of protein. 
 
2.3 Lipid analyses 
Total lipids were extracted from membrane fractions (pellet 3 for MVs, homogenate for 
membrane homogenates from chondrocytes and pellet C for microvilli) (Fig. 1) according to a 
modification of the method of Bligh and Dyer [17]. One ml of each sample was mixed with 
3.75 ml methanol/chloroform (2/1, v/v) in presence of 50 μmol/L of Butylhydroxytoluene, 
vigorously shaken for 1 min, incubated at room temperature for 30 min. Chloroform (1.25 ml) 
and water (1.25 ml) were subsequently added to the supernatant. The phase separation was 
performed by centrifugation at 2000g for 10 min. The lower organic phase containing the 
extracted lipids was collected and dried under a stream of N2. Total lipids were re-dissolved in 
chloroform and either analyzed by thin layer chromatography with the solvent system 
hexane/diethyl ether/acetic acid (70:30:1, by volume). The silica gel areas corresponding to 
phospholipids were scraped off and transmethylated for 90 min at 100°C in 250 μl of toluene 
methanol (40:60) and 250 μl of BF3 10% in methanol. The reaction was stopped in ice by 
adding 1.5 ml of 10% K2CO3 (w/v), and FA methyl esters were extracted with 2 ml of 
isooctane. The derivatives were analyzed by gas chromatography (GC) using an Agilent 
Technologies chromatograph (model 6890) fitted with a SolGel 1 ms dimethylpolysiloxane 
capillary column (60 mm by 0.2 mm [inner diameter], 0.25-μm film thickness; SGE Europe, 
Ltd., France). The oven temperature was set at 80 °C for 1.5 min and increased to 150 °C at 
20 °C min−1 and then to 250 °C at 2 °C min−1. The temperature was maintained at 250 °C for 
10 min before returning to the initial conditions. Helium was used as the carrier gas at 1 ml 
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min− 1. The temperatures of the split/split-less injector and the flame ionization detector were 
set at 230 and 280°C respectively. The peaks were identified using standard FA methyl esters.   
 
2.4 Statistical analysis 
Data are presented as mean ± standard error (SE). For statistical comparison, the t-test was 
employed using SigmaSTAT 3 software. P-values under 0.05 were considered to be 
statistically significant. Three to seven independent measurements (3 x 40 animals to 7 x 40 
animals) were performed. 
 
3. RESULTS  
3.1 Characterization of matrix vesicles and microvilli 
Apical microvilli were isolated from chondrocytes according to the method of Jimenez et al. 
[13] used to obtain microvilli from human placental syncytiotrophoblast. It consisted of the 
Mg2+-induced precipitation in which non-microvillar membranes were aggregated and could 
be separated from vesicular microvilli by a low-speed centrifugation (Fig. 1). TNAP is a well 
known and widely used apical marker of polarized cells [13, 14, 18]. TNAP activity reached 
14.35 ± 0.33 U.mg-1 and 15.05 ± 0.3 U.mg-1 for MV and microvillar fractions respectively, 
whereas the enrichment value of this enzyme was only 2.83 ± 0.44 U.mg-1 in membrane 
homogenates from chondrocytes (Fig.2 A). The distribution of MV proteins closely 
resembled to that of microvillar proteins but was different from that of membrane 
homogenates from chondrocyte (Fig. 2B). MV and microvillar protein profiles exhibited 
similar major bands with apparent molecular weights of: 45 kDa, 37 kDa, and 31 kDa. Taken 
together, these findings indicated that the isolated MVs and microvilli were relatively pure as 
compared with previous findings [8, 12, 19].  
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Figure 1: Schematic overview of the isolation of the matrix vesicles, microvilli and 
membrane homogenates from chondrocytes.   
 
 
Figure 2: Characteristics of matrix vesicles, microvilli and membrane homogenates from 
chondrocytes.  A) Specific TNAP activity in MVs, microvilli and membrane homogenates 
from chondrocytes. B) Gel electrophoresis of MVs, microvilli on 10% SDS–PAGE, stained 
with Coomassie brilliant blue.  Lane 1, protein standards; lane 2, 20 μg of supernatant 3;  
lane 3, 20 μg of MV protein, pellet 3; lane 4, 20 μg of pellet 1 corresponding to membrane 
homogenates from chondrocytes; lane 5, 20 μg of supernatant C, lane 6 ; 20 μg of basolateral 
membrane, and lane 7, 20 μg of Microvilli protein, pellet C. 
 
3.2 Fatty acid composition in matrix vesicles, microvilli and membrane homogenates 
from chondrocytes. 
FA compositions of MVs and microvilli were similar to each other but were distinctive from 
those of homogenate membranes. When the relative molar composition (mol in %) was 
considered, the total saturated and monounsaturated FAs in MVs, microvilli and membrane 
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homogenates from chondrocytes amounted to more than 80 % while the total n-6 PUFAs 
were less than 20 % , which is consistent with values found  in MVs and chondrocytes from 
tibiotarsal growth cartilage of chick bones [19]. The low level of n-6 PUFAs may be related to 
the involvement of n-6 PUFAs in prostaglandin biosynthesis in growth cartilage. The 
predominant saturated FAs in different fractions were palmitic and stearic acid (16:0, 18:0) 
(Table 1). Membrane homogenates contained 62% of saturated FAs on average as compared 
with 48-51% of saturated FAs in MVs and microvilli. The greatest difference in FA content in 
different fractions was observed in the monounsaturated FAs. The monounsaturated FAs, 
specifically oleic acid (18:1n-9), were higher in the microvilli (18.71 %) and in the MVs 
(27.25 %) than of membrane homogenates from chondrocytes (6.48 %) (Table 1). We 
observed that the ratio of n-3 to n-6 FAs in chondrocyte membranes (0.30) was significantly 
higher than in matrix (0.06) and microvilli (0.05) membranes. The percentages of 20:4 n-6 in 
the MVs (5.61) and in the microvilli (8.08) were significantly higher than that of membrane 
homogenates (0.12) (Table 1).  Since 20:2n-6 and 20:3n-9. 5,8,11-eicosatrienoic acid (Mead 
acid, 20:3n−9) co eluted [19], we report the combined value. The pooled contents of 20:2n-6 
and 20:3n-9 in MVs (2.011) and in microvilli (1.36) were enriched as compared to that of 
membrane homogenates (0.74) (Table 1). Membrane homogenates from chondrocytes were 
enriched in 20:1n-9, 18:3n-3, 22:5n-3 and 22:5n-6 as compared to MVs and microvilli. 
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FA contents were expressed in mol% and the values represent the mean ± SE from three to 
seven independent determinations (n). 
*p< 0.05, **p< 0.01, ***p< 0.005 MV (n=7) vs.chondrocytes (n=3) 
#p< 0.05, ##p< 0.01 microvilli (n=3) vs chondrocytes (n=3) 
 
4. Discussion 
It was earlier recognized that FA profiles varied with age of chicks [19, 20]. Significant 
changes of 16:0, 18:0, 18:1n-9 and 20:4n-6 in chick femurs were observed during aging [20] 
suggesting that these FAs are involved in bone formation [20]. Our aim was to determine the 
origin of the enriched FA fractions in MVs and which FAs are essential for the 
mineralization. We examined and compared FA compositions in MVs and in microvilli 
extracted from 17-day-old chick embryos, where the FA profile changes are expected to be 
well correlated with bone growth [19, 20]. Several enriched FAs in MVs, especially 18:1n-9 
and 20:4n-6 were also found to be enriched in microvilli, in contrast to homogenate 
membranes where they were less abundant. This suggests that the microvilli incorporated 
specific FAs for regulating membrane structure, dynamics and permeability, before MVs 
budding. FA composition in MVs was reminiscent of that of microvilli indicating that the 
Dina ABDALLAH, Université Lyon1 et Université Libanaise Page  139 
 
enriched fractions of 18:1n-9 and 20:4n-6 in microvilli were essential to MVs biogenesis. 
Oleic acid (18:1n−9), represents approximately 20-30% of the total FA content in the MVs 
and the microvilli. These fractions have higher percentages of 20:4n-6, 20:2n-6 and 20:3n-9 
as compared with those in membrane homogenates. This is consistent with higher level of 
20:3n-9 levels in human fetal cartilage (2.0 ± 0.6% of total FAs) than that in fetal muscle (0.2 
± 0.2%), liver (0.4 ± 0.2%) and spleen (0.1 ± 0.2%) [22, 23]. 20:3n-9 is endogenously 
synthesized from oleic acid (18:1n-9) [24] which is also enriched in MVs.  It was earlier 
recognized that n-6 eicosanoids may regulate chondrocytes differentiation in vitro [25]. MVs 
possess an activated phospholipid metabolism that is regulated independently from that of the 
cell [26, 27]. MV PKC is stimulated by arachidonic acid. In addition, we propose that the 
enriched fractions of 18:1n-9, 20:4n-6, 20:2n-6 and 20:3n-9 accumulated in microvilli are 
essential precursors for the biogenesis of MVs since they were also found in MVs where they 
accounted for the most part of FA composition. Due to their relatively high content in MVs 
and to their selective recruitment within microvilli from where MVs originate 18:1n-9, 20:4n-
6, 20:2n-6 and 20:3n-9 are essential to maintain and to form MVs in leg bones from chicken 
embryos.   
 
Conclusions : 
Dans cet article, nous avons montré que la composition en acides gras des VMs est très 
similaire à celle des microvillosités mais différente de celle des chondrocytes. En effet, les 
VMs et les microvillosités sont enrichies en acide oléique (18:1 n-9), en acide arachidonique 
(20:4 n-6) ainsi qu’en acide éicosadiènoique (20:2 n-6) et 5,8,11 acide eicosatriènoique (20:3 
n-9). Ceci suggère que les microvillosités recruteraient des acides gras spécifiques qui seraient 
nécessaire pour réguler la structure, la dynamique et la perméabilité de la membrane, 
favorisant ainsi la formation des VMs. 
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ABSTRACT 
Human fat is an important source of mesenchymal stem cells. Stem cell therapy requires 
significant amount of stem cells obtained only through in vitro expansion, but its effect on 
their stemness properties is controversial. Flow cytometric analysis revealed that ASCs at 
Passage 2 express classical mesenchymal stem cell markers including CD44, CD73, and 
CD105, but they are CD14, CD19, CD34, CD45, and HLA-DR negative. Calcium deposition 
(a marker of osteogenesis) which was the highest at P2 steadily declined throughout passages 
and is completely abrogated at P4. Cells at P2 showed significant increase in alkaline 
phosphatase activity compared to control non-treated cells. Growth kinetic curves showed 
significant reduction in cell division of mesenchymal cells throughout passages. Growth 
curves of cells at Passage 2 (P2) exhibited exponential phases, while cells at Passage 4 and 
Passage 6 (P6) showed near linear growth curves with an increase in cell population doubling 
time from 3.2 at P2 to 4.8 at P6. Cells in various subcultivation stages showed flattened shape 
at low density and spindle like structures in near confluent flasks. Our data demonstrate that 
osteogenic potential of ASCs is impaired by successive cultivation with cut-off point of 2 
passages to use for ASCs in culture. 
 
INTRODUCTION 
Many organs in the body including bone marrow [1,2], cord blood [3], placenta [4], umbilical 
cord [4], skeletal muscles [5] and skin [6] harbor a small fraction of undifferentiated 
progenitor and mesenchymal stem cells. These undifferentiated cells act as a reservoir for 
tissue repair and can differentiate into specific lineage upon proper biochemical or 
physiologic stimulation. Adipose tissue is derived from the mesodermal germ layer, similar to 
bone marrow, and contains a supportive stroma that can be easily isolated [7]. This stromal 
fraction of adipose tissue contains heterogeneous population of cells, including endothelial 
cells, smooth muscle cells, pericytes, fibroblasts, mast cells and pre-adipocytes [8,9]. In 
addition of being considered as the largest endocrine organ that secrete multiple bioactive 
factors called adipokines involved in cardiovascular physiology [10,11], adipose tissue is a 
source of regenerative stem cells of mesenchymal origin [12,13]capable of differentiating into 
multiple lineages including osteoblast [14,15], chondrocytes [16,17], cardiomyocytes [18], 
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myocytes [19], endothelial cells [20,21] and neuron like cells [22]. Stem cells characterized 
from adipose tissue are invariably named multipotent adipose tissue derived-mesenchymal 
cells or ASCs. ASCs were subjected to extensive investigation due to their self-renewal 
properties and potential torestore damaged tissues with reduced self-regenerative properties 
such as bone and cartilage [23-25]. Since the body contains easy-to-reach and relatively large 
fat stores, isolation of stem cells from fat sources attracted many researchers. Using self-fat 
derived stem cells for autologous stem cell transplantation will prevent rejection or 
cumbersome pharmacotherapy associated with allogeneic transplantation. Regardless the fact 
than ASC scan be isolated from fat of patients from various age groups or gender, the effect 
of age, body-mass index and gender might affect the quality of isolated stem cells. 
Interestingly, Zaim et al. claimed that donor age and long-term culture of bone marrow 
derived stem cells can impair the stem cell ability to differentiate into other mesenchymal 
lineages [26].However conflicting results were documented about the effect of age on the 
differentiation potential of ASCs. Whilst de Girolamo et al found that age had a negative 
impact on the ability of ASCs to differentiate into osteoblasts [27] Shi et al showed that the 
osteogenic potential of ASCs is maintained through age [28]. Moreover, cell concentration 
was influenced by the donor site and types of fat isolated from a single donor [29]. Most of 
the fat-derived stem cells are serially cultured and subcultivated before their induction with 
proper differentiating agents. This particular protocol has been used to increase the yield of 
isolated stem cells in vitro and interestingly demonstrated limited risk of tumourigenicity 
[30]. It has been found that sustained culturing might affect growth ability and showed 
significant changes in the stemness genes of ASCs after passage 10 [30-32], but little is 
known in this regard. This issue is of particular interest since using stem cells with low stem 
potential can be associated with limited therapeutic outcomes. Altogether these results suggest 
that extensive subcultivation might negatively impact ASCs osteogenic properties which can 
be translated into reduced bone healing properties. This study is undertaken to understand the 
effect of successive subcultivation on the in vitro behavior of ASCs and their ability to 
differentiate into osteoblastic lineage. Our data showed that the reduction in ASCs ability to 
differentiate into osteoblasts correlate with the number of cell culture passages which was 
almost lost at passage four. Oppositely to previously reported results, cut-off point of 2 
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MATERIAL AND METHODS 
Human subject: 
Adipose tissue was resected from patients undergoing hip, other types of surgery in addition 
to osteoarthritic [33] knee cartilage specimens obtained from patients undergoing total joint 
replacement surgery who were diagnosed based on the criteria developed by the American 
College of Rheumatology Diagnostic Subcommittee for OA/RA (mean age 67±19) [34,35]. 
McGill University Ethics Review Board and local ethics committees at the Jewish General 
Hospital and Royal Victoria Hospital (Montreal, Quebec, Canada) approved the use of 
specimens obtained surgically. Procedures done in Lebanon were approved by the Committee 
on Human Subject in Research (CHSR) of the Lebanese American University. Next of kin 
provided informed consent for samples obtained from patients (aged 40-78 years old) and 
were asked to read the consent forms and approve/sign them prior to surgery. 
 
Mesenchymal cells isolation: 
Fat samples were processed within 4 hours after isolation from the patient. Extra non-fat 
tissues were surgically removed in a sterile environment. A total of 3g piece of fat is cut and 
washed twice with sterile PBS (1X) (Sigma). Fat pieces were incubated in 1% Pen/Strep PBS 
(1X) for 1 hour and then washed twice with PBS (1X). Fat tissues were then minced and 
incubated with 0.005 % type I collagenase (Sigma) + PBS (1X) (10 times more volume of the 
adipose tissue), for 5gr tissue we add 50ml PBS (1X) + 0.25 gr type I collagenase. Adipose 
tissue/collagenase suspension is incubated at 37 degree Celsius and gently mixed every 15 
min for 1-2h until most of the fat tissue is digested then Fetal Bovine Serum (Sigma) at a 
proportion of 1/20mlis added to inhibit collagenase activity. The suspension is then 
centrifuged at 4 degree, 2000 rpm for 5 minutes. Adipocytes and remaining non digested fat 
tissue that appeared as a yellow oily layer at the top of the tube were removed and pellet is 
resuspended in complete growth media containing RMPI + 10% FBS + 1% P/S. Cells were 
seeded in 75cm2 culture plates (1gr adipose tissue in 75 cm2 flask) and kept for 48 hours to 
allow adherence of hMSC. After 48 hours non-adherent cells were washed and new complete 
fresh growth media was added to the plate. Media is changed every 2 days until they become 
near confluent where they were detached with 0.25% trypsin containing 1mMEDTA for 4 
min at 37°C. 
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Mesenchymal stem cell (MSC) labeling by flow cytometry: 
Adipose tissue (5 g) was treated with 2 mg/mL of collagenase in DMEM, 10 % FBS, and 
antibiotics for 4-6 h after which time the cells were pelleted, washed, and cell viability 
determined by trypan blue exclusion. Fifty thousand cells were then placed into T-75 flasks 
for culture, split 1 to 3 at confluence and the cells were analyzed for MSC markers at passage 
2. After antibody staining (1 x 105 cells) for 30 min at 4oC in labeling buffer, the cells were 
washed and analyzed by flow cytometry using FACS Calibur (Becton Dickinson) and FlowJo 
version 6.3.4 software. The following fluorochrome-conjugated antibodies (Abs) were used 
for surface staining: FITC-conjugated anti-CD45, CD90, (BD Pharmingen, Mississauga, ON, 
Canada), PE-conjugated anti-CD73, PerCP-Cy5.5-conjugated anti-CD105, and APC-
conjugated anti-CD-34, CD19, and HLA DR (Bio Legend, San Diego, CA). The 
appropriately labeled isotype control antibodies were used for each cell surface marker. 
 
Cell culture and induction of mineralization: 
Freshly isolated adipose-derived stem cells (ASCs were cultured in RPMI supplemented with 
1% P/S (100 U/ml penicillin, 100 mg/ml streptomycin (all from Sigma), and 15% fetal bovine 
serum (FBS, v/v, Sigma). The mineralization was induced by culturing the confluent cells (7 
days to reach confluence) in growth medium supplemented with 50 mg/ml ascorbic acid (AA; 
Sigma) and 7.5 mM β-glycerophosphate (β-GP; Sigma). Drugs were added to the media in 
dimethyl sulfoxide (DMSO) (Sigma). Control cultures received an equivalent amount of the 
solvent (0.05%, v/v) [36]. 
 
Alkaline phosphatase assay: 
Tissue non-specific alkaline phosphatase (TNAP) activity was measured according to the 
manufacturer protocols using p-nitrophenyl phosphate as substrate at pH 10.4 and recording 
the absorbance at 420 nm (ep-NP is equal to 18.8/mM/ cm) [36]. Enzyme units are micromole 
of p-nitrophenolate released per minute per milligram of protein. 
 
Calcium assay: 
Cell cultures were washed with phosphate-buffered saline (PBS) and stained with 0.5% (w/v) 
Alizarin Red-S (AR-S) in PBS (pH 5.0) for 30 min at room temperature. After washing four 
times with PBS to remove free calcium ions, the stained cultures were photographed. Then, 
cell cultures were destained with 10% (w/v) cetylpyridinium chloride in PBS pH 7.0 for 60 
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min at room temperature. AR-S concentration was determined by measuring the absorbance at 
562 nm [36]. 
 
Growth kinetic protocol: 
To measure growth kinetics of serially passaged cultures, primary ASCs cultivated in 75 cm2 
flasks were trypsinized, manually counted on a hemacytometer with trypan blue exclusion 
method and cells stained with trypan were excluded from the count. Each trypsinized flask of 
primary cells is equally subcultivated into additional three 75 cm2 flasks rendering cells at 
passage 1.Flasks containing cells at passage 1 are trypsinized at near confluency and the cells 
are replated at a density of 3x103 cells per cm2 in 6 wells plates to make a total of 30 wells 
and therefore contain cells at passage 2. Cells were then kept overnight to adhere and were 
maintained for ten days with medium changes occurring every 2 days. Starting the day after 
plating (day 0) and continuing each day until day 9, three dishes were trypsinized to 
determine cell number and viability using trypan blue exclusion methods and cells stained 
blue with trypan were excluded from the count. The remaining T75 cm2flasksat passage 1 are 
subcultivated at a 1/3 proportion to prepare cells in T75 cm2 flasks at passage 2. Then T75 
cm2 flasks at passage 2 are subcultivated at a 1/3 proportion to prepare cells in T75 cm2 flasks 
at passage 3. Then Cells from passage 3 near confluent flasks are trypsinized and seeded into 
additional 6 well plates to make a total of 30 wells which therefore contain cells at passage 4. 
From the remaining set of passage 3 flasks, a number of flasks are subcultivated at a 1/3, and 
one of the near confluent flask issubsequently used for next set of passages in a similar 
manner to the previously described protocol. This scheme of serial subcultivation, with 
growth kinetics assays at each passage, was continued until passage 6. The remaining cells in 
the flasks and not used for both subcultivation and growth kinetic assayat all stages were 
trypsinized and cryopreserved. Details of the procedure are shown in (fig. 1). 
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Fig.1: Protocol for serial subcultivation of ASCs. 
 
Doubling time: 
Cell population doubling time of cultured ASCs at various passaged was calculated using the 
following formula: Cell population doubling time = (t x Ln2)/ (LnN2-LnN1), t = number of 
hours in culture, N1 = number of cells at the beginning of culture, N2 = number of cells at the 
log phase. As shown in (Fig.2) the estimated number of days at which ASCs stop dividing 
was 6 for P2, 7 for P4 and 7 for P6. The corresponding doubling time at each passage is 
therefore 3.32 for P2, 6.8 for P4 and 4.87 for P6 [37]. 
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Fig.2: Stem cell markers of ASCs. Flow cytometric analysis of ASCs at P2 using the 
following fluorochrome-conjugated antibodies raised against the following surface maker as 
described in material and methods: CD45, CD90, CD73, CD105, 34, CD19 and HLA DR. 
 
Light microscopy analysis: 
Cells cultured at various time points and from different passages as indicated in the figures 
were photographed by light microscopy at 10X magnification. 
 
Statistics: 
Unless otherwise stated, all numerical data are presented as means +/- standard error. 
Statistics analysis was performed using t-test (Sigma Stat from SPSS, Statistical Packages for 




Expression of stem cell markers by mesenchymal cells isolated from human fat tissues: 
Cells, at the P2 stage, stained for markers of s-cells, myelomonocytes, hematopoietic 
precursor, and MHC class II cell surface receptor (HLA-DR) showed no appreciable 
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fluorescence intensity when compared to isotype controls. In contrast, classical mesenchymal 
stem cell markers CD73, CD90, and CD105 were strongly labeled (Fig2). 
 
Osteogenic differentiation of serially subcultivated ASCs: 
 Figure 3 illustrates the osteogenic potential of various cells in primary cultures, P2, P4 and 
P6 subcultures as judged by calcium deposition and increased ALP activity. Osteogenesis is 
induced following incubation of near confluent cultures with β-glycerophosphate and ascorbic 
acid. Calcium deposits start to appear after day 6 reaching a maximum at day 12 in primary 
and P2 cultures. Alkaline phosphatase activity was similarly elevated in β-glycerophosphate 
treated cells compared to control non stimulated cells at day 12. Interestingly, subcultures at 
P4 and P6 showed no significant difference in calcium deposition compared to control non-
treated ASCs with β-glycerophosphate. Finally, calcium deposition and increased ALP 
activity was the highest in primary cultures which begin to decline as cells are serially 
subcultured throughout P2 and marked with total loss of ALP activity and ability to deposit 








Fig.3: Osteogenic properties of cells at passage 2.Mesenchymal cells at P2 (A, B and C) were 
incubated either with full growth media (“C” upper figure) or with full growth media and 
7.5mM β-glycerophosphate and 50μg/mL ascorbic acid (• ”T” lower figure) as indicated. 
Alkaline phosphatase and calcium deposition when applicable were determined according to 
the techniques described in the material and method sections (A and B). Calcium deposit in 
cells was shown at 10X light microscopy in mesenchymal cells, or in culture dishes. (n=4, 
*P<0.05 as significant differences with respect to the control). Scale bar = 10μm (3C) 
Dina ABDALLAH, Université Lyon1 et Université Libanaise Page  153 
 
Growth properties of subcultivated adipose-derived stem cells: 
Figure 4 illustrates mesenchymal cells isolated from fat and distributed into 6-wells plates 
were counted over 10 days of culture. The period of 10 days of culture was chosen as cells 
start to proliferate the day after trypsin treatment and following adherence to the culture plate, 
considered day 0, and entered into proliferation arrest phase at day 6-7 depending in the 
passage number. Additional culture time for one to two days was needed for the cells to fully 
enter into the arrest phase. Finally a graph is plotted and showing the growth kinetic over 10 
days period. The above procedure is repeated for cells at passage 2, passage 4 and passage 6. 
As shown in figure 4A, ASCs in passage 2 start dividing at day 0 and their number is almost 
doubled at day 2, this period is followed by lag/slow phase of proliferation until day 4 within 
which cell division and cell growth are significantly reduced. Then cells started to divide at 
day 4 until day 6 and entered a slow/arrest phase thereafter. The initial number of cells seeded 
at day 0 was approximately 3x103 cells and reached a maximum of 10x105 by day 6 but 
declined to a minimum of 8x104 thereafter. Interestingly, cells at passage 4 showed slightly 
similar growth kinetic pattern compared to that obtained with cells in P2 but with much lower 
number of dividing cells. Moreover, growth kinetic curve from day 1 to day 5 showed near 
linear shape and cells entered a quiescent/growth arrest phase at day 7. Mesenchymal cells at 
P6 exhibited stringent linear growth curve normally obtained with cell lines (Fig 4B). ASCs 
start dividing at day 0 and continue growing reaching a steady state at day 7 with maximum 
number of cells neared 8x104. Interestingly, ASCs at P2 exhibited a higher proliferation rate 
with a doubling period of 3.2, while cells at P4 showed the lowest proliferation rate with a 
doubling time of 6.8, but the growth rate was increased after 2 additional passages and cells at 
P6 showed an increase in doubling reaching 4.87. 
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Fig.4: Growth kinetic results of ASCs at passage 2, 4 and 6. Adipose derived mesenchymal 
cells at passage 2 and Passage 4 (A) and passage 6 (B) were cultivated in 6 well-plates and 
cell number is determined with trypan blue exclusion count in triplicate. In (B), growth rate is 
compared between various passages at P2, P4 and P6. Error bars represent the standard 
deviation. 
 
Cell morphology of subcultivated ASCs: 
Isolated primary cell cultures exhibited various cell morphologies and included cells with 
variable shapes. As illustrated in fig 5, round, elongated and spindle like cells are present in 
the culture media and cells tend to grow in aggregates rather than spreading out in the flask. 
Cells started to acquire similar morphology as they started to grow in the culture media and 
showed a fibroblastic-like phenotype in near confluent flasks. Starting from P1, cultures are 
equally spread in the flask. This in particular is more likely due to trypsin dissociating effect 
which enabled uniform distribution of the cells in the culture flask. In P2, cells with various 
shape and size are found scattered over the plate bottom and slowly fill the flask bottom as 
they grow, this stage is characterized by significant reduction of fibroblastic-like or round 
shaped cells. In P4, cultured cells exhibited mostly pyramidal shape but with various size, and 
cells with pyramidal shape mainly persist in the cultures. In P6, cells exhibited more uniform 
irregular shape with similar size, their shape continue to change as they grow. This stage is 
characterized by the ability of the cells to dense in pack in highly confluent flask. In P2 and 
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P4, cells seeded at low density showed a flattened shape were cells are able to cover the vast 
majority of the flask, flattened shape start to change into fibroblastic-like shape once cells 
number start to increase in the cultures (Fig 5). 
 
 
Fig.5: Morphology of cells at various cultivation phases. Primary and subcultivated adipose 
mesenchymal cells are cultured until confluency as indicated. Morphologic appearance of 
cells was shown at 10X light microscopy in primary cells and mesenchymal cells at different 
passages. Cells were seeded at a density of 3000 cells/cm2, and morphology and appearance 




Stem cell therapy represents promising tools to treat chronic illnesses. While multiple trials 
using stem cells showed promising results, more efforts are required before stem cells can be 
safely introduced into medical practice. Stem cell rejection, unknown long term clinical 
outcomes and side effects are major factors that limit achievements of stem cell therapy. 
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Moreover, therapy with stem cells requires invasive procedures to introduce sufficient number 
of stem cells into a damaged site of an organ [25]. Since their discoveries, many successful 
attempts have been made to isolate, culture and induce-to-differentiate stem cells into various 
lineages [12,18,38]. However, different biological outcomes have been described by 
researchers. Discrepancies among stem cells were described in the literature. While stem cells 
isolated from bone marrow can be effectively cryopreserved and subcultured without 
reduction in their stem cell potential [1], fat-derived stem cells were more sensitive and 
exhibit reduction in their stem cell potential following long term culture [39,32]. Moreover, 
the anatomical site of fat used to isolate stem cells had significant impact on the ability of 
ASCs to differentiate into various lineages including osteoblasts [29]. Additionally, the 
method used to remove fat e.g., aspiration or surgery, influenced the yield of isolated stem 
cells [40]. Although all fat sources can provide stem cells, the number of primary cells 
required for therapeutic intervention is relatively low, which requires further expansion in 
vitro. Here we show for the first time that ASCs behave differently from stem cells isolated 
from bone marrow. Accordingly, extensive subcultivation severely impaired both their 
potential to grow and to differentiate into osteoblasts. In turn, long term subcultivation 
showed that mesenchymal cells can acquire a novel fibroblastic phenotype evidenced by a 
drop of the cell population doubling time from 6.8 at P4 to 4.8 at P6 as well as linear growth 
rate obtained at P6 (Fig. 2C). The latter results suggest that long term subcultivation 
contribute to formation of more homogenous cell cultures behaving similarly to cell lines, but 
lacking at least osteogenic potential. The presence of stem cell markers in cells at P2 (Fig. 2) 
demonstrate indeed the presence of stem cell population within the primary isolated pool of 
cells. As such, the influence of serial subcultivation on the expression pattern of stem cell 
markers within the pool of stem cells requires further investigation. It is well documented that 
fat is an endocrine organ that release numerous hormones involved in body physiology called 
adipokines which might be important for sustained maintenance of healthy ASCs [41]. 
Alternatively, ASCs in vitro will lack the biological effect of adipokines which might explain 
reduced stem potential of cultured ASCs. Moreover, studies showed that fat of obese patients’ 
exhibited reduced yield of stem cells. Similar results were found with increased BMI and age. 
All these data suggest that maintenance ASCs requires highly controlled physiologic 
environment which normally not provided in culture and can in part explain reduced stem 
potential of cultured ASCs. Our data, can explain in part the discrepancies obtained in 
attempts to inject stem cells into damaged organs. The effect of the in vitro environment tends 
to be a major determinant of stem cell therapy which should be taken into consideration. 
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Therefore successful clinical therapeutic outcomes using ASCs should take into account the 
number of in vitro passages of cells isolated from fat that should respect a cut-off of 2 
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